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Au	 cours	 des	 dernières	 décennies,	 l’utilisation	 des	 polymères	 biodégradables,	 issus	 de	 la	
biomasse,	 a	 constitué	 une	 nouvelle	 filière	 de	 l’industrie	 avec	 un	 impact	 positif	 sur	
l’environnement	 et	 une	 grande	 variabilité	 et	 disponibilité	 des	 matières	 premières.	 Le	
développement	 de	 ces	 matériaux	 permettrait	 à	 long	 terme	 de	 réduire	 la	 consommation	 des	
polymères	non‐renouvelables	d’origine	pétrochimique.	
	
Parmi	 les	 polymères	 naturels	 renouvelables,	 les	 protéines	 végétales	 ont	 déjà	 fait	 l’objet	 de	
nombreuses	études.	Ces	biopolymères	ont	l’avantage	d’être	disponibles	en	grande	quantité	et	à	






permettant	 de	moduler	 leurs	 propriétés	 et	 ainsi	 d’élargir	 leur	 champ	 d’applications.	 L’intérêt	





Dans	 le	 cadre	 de	 ce	 travail,	 nous	 nous	 sommes	 intéressés	 à	 l’étude	 des	 protéines	 végétales	
extraites	des	graines	de	tournesol	pour	une	application	en	microencapsulation.	En	effet,	la	filière	
de	la	culture	du	tournesol,	très	répandue	en	Europe	pour	la	production	d’huile,	donne	également	
lieu	 à	 la	 production	 de	 tourteaux,	 constitués	 en	 grande	 partie	 de	 protéines	 (40‐45	%).	
Aujourd’hui,	 les	 tourteaux	 de	 tournesol	 sont	 utilisés	 essentiellement	 en	 alimentation	 animale,	
mais	 ils	 représentent	 une	 source	 de	 matériaux	 biodégradables	 avec	 un	 grand	 potentiel	 de	
valorisation.	
	
Plusieurs	 travaux	 ont	 été	 réalisés	 au	 Laboratoire	 de	 Chimie	 Agro‐industrielle	 concernant	 la	
valorisation	de	 tourteaux	 et	 de	protéines	de	 tournesol	 pour	 les	 agromatériaux	 composites	 [8‐
11].	Nous	avons	 repris	 ce	 savoir	 faire	dans	 le	but	de	développer,	 au	 cours	de	 cette	 thèse,	une	
nouvelle	 voie	 de	 valorisation	 des	 protéines	 de	 tournesol	 en	 les	 utilisant	 comme	 matériau	
enrobant	en	microencapsulation.		
	
Les	 protéines	 de	 soja,	 déjà	 décrites	 dans	 la	 littérature	 comme	 matériau	 enrobant	 en	












Le	deuxième	objectif	 de	 ce	 travail	 de	 thèse	 est	 d’améliorer	 la	 compréhension	des	 interactions	
entre	le	principe	actif	et	le	matériau	enrobant	pendant	l’encapsulation.	En	effet,	l’affinité	entre	la	
matière	 enrobante	 et	 la	 matière	 active,	 ainsi	 que	 l’efficacité	 de	 microencapsulation	 et	 les	
propriétés	des	microparticules	peuvent	être	 influencées	par	 les	différents	paramètres,	tels	que	
la	 nature	 du	 principe	 actif	 (hydrophile	 ou	 hydrophobe)	 et	 les	 propriétés	 fonctionnelles	 des	
protéines	 (la	 présence	 des	 domaines	 hydrophobes/hydrophiles,	 la	 longueur	 de	 chaînes,	 la	
solubilité).	 De	 nombreux	 travaux	 dans	 la	 littérature	 décrivent	 l’utilisation	 des	 protéines	
végétales	 en	 tant	 que	 matériau	 enrobant	 en	 microencapsulation.	 Mais,	 à	 notre	 connaissance,	
aucun	 auteur	 n’a	 étudié	 l’influence	 de	 modifications	 chimiques	 ou	 enzymatiques	 sur	 le	





sont	 présentés	 le	 principe	 de	 la	 microencapsulation,	 ainsi	 que	 les	 protéines	 végétales,	




pour	 cette	 étude,	 nous	 décrivons	 la	 mise	 en	 place	 et	 l’optimisation	 d’un	 protocole	 de	
microencapsulation	 en	 utilisant	 la	 technique	 d’atomisation.	 Par	 la	 suite,	 nous	 abordons	
l’influence	 des	 différents	 paramètres	 sur	 le	 procédé	 d’encapsulation	 et	 sur	 les	 propriétés	 des	
microparticules	obtenues.	
Le	troisième	chapitre	de	ce	manuscrit	traite	de	la	fonctionnalisation	des	extraits	protéiques	par	
différentes	 voies,	 tout	 en	 respectant	 les	 principes	 de	 la	 chimie	 verte.	 Ensuite,	 l’utilisation	 des	
protéines	modifiées	 en	microencapsulation	 d’un	 principe	 actif	 hydrophobe	 ou	 hydrophile	 est	





























































































































La	microencapsulation	 est	 une	 technique	 de	 protection	 de	matières	 sensibles	 (à	 l’état	 solide,	
liquide	 ou	 gazeux)	 appelées	 aussi	 matières	 actives	 à	 l’aide	 d’une	 matière	 enrobante	 par	
formation	de	particules	de	taille	micrométrique	[20].	Ce	procédé	permet	de	créer	une	barrière	
de	 protection	 pour	 les	 molécules	 encapsulées	 et	 de	 contrôler	 leur	 relargage	 dans	 un	 milieu	





 l’augmentation	 de	 la	 stabilité	 des	 ingrédients	 sensibles	 (protection	 de	 la	 matière	










Schleicher	 ont	 encapsulé	 des	 particules	 de	 pigments	 dans	 des	 polymères	 naturels	
(protéine/gélatine	 et	 polysaccharide/gomme	 arabique)	 par	 coacervation	 complexe.	 Cette	
stratégie,	 utilisée	pour	 la	production	de	papier	 "carbone",	permet	 la	duplication	d’un	 texte	ou	
d’une	 figure	 sous	 l’effet	 d’une	 faible	 pression	 en	 encapsulant	 des	 colorants	 [21].	 Le	 principe	





encore	 aujourd’hui	 une	 application	 très	 importante	 en	 volume	de	microparticules	produites	 –	
plusieurs	milliers	de	tonnes	par	an.	
	











Au	 cours	 des	 dernières	 années,	 la	 microencapsulation	 s’est	 considérablement	 développée	 à	
l’échelle	 industrielle.	 Les	microparticules	 ont	 des	 applications	 très	 variées,	 elles	 sont	 utilisées	
pour	 la	 production	 de	 textiles	 parfumés	 [23]	 et	 de	 produits	 cosmétiques	 [24,25],	 pour	 la	
protection	 des	 récoltes	 agricoles	 [26,27],	 dans	 l’agroalimentaire	 pour	 donner	 de	 nouvelles	




Le	 type	 de	 particules	 obtenues	 par	 microencapsulation	 dépend	 des	 propriétés	 physico‐
chimiques	de	la	matière	active	et	de	la	matière	enrobante,	de	leur	composition	et	de	la	technique	
utilisée.	Les	microparticules	peuvent	se	présenter	sous	différentes	structures	dont	les	deux	plus	
simples	 sont	 la	 structure	 réservoir	 (microcapsule)	 et	 la	 structure	 matricielle	 (microsphère)	
[35]	:	
 la	 microcapsule	est	 une	 particule	 réservoir	 constituée	 d'un	 cœur	 de	 matière	 active	
liquide	ou	solide	entouré	d'une	enveloppe	solide	continue	de	matériau	enrobant	;	




















peuvent	 également	 avoir	 une	 forme	 irrégulière.	 Lorsqu’une	 particule	 solide	 est	 encapsulée,	 la	
matière	enrobante	épouse	généralement	les	contours	de	la	particule,	ce	qui	conduit	à	une	grande	
variété	de	formes.	En	revanche,	 la	taille	est	un	dénominateur	commun	à	ces	systèmes	:	elle	est	
comprise	 entre	 1	µm	 et	 1000	m.	 En	 deçà,	 on	 parlera	 de	 nanoparticules	 et	 au‐delà	 de	
minigranules.	
La	production	de	microparticules	s’accompagne	fréquemment	d’une	certaine	polydispersité	en	
taille	:	 distribution	 gaussienne,	 apparition	 de	 deux	 ou	 plusieurs	 populations.	 Seules	 les	
techniques	basées	sur	 la	formation	de	gouttelettes	ou	sur	 la	polymérisation	en	milieu	dispersé	





de	 l’ordre	 de	 85	%	 à	 90	%.	 Au	 contraire,	 les	 teneurs	 habituellement	 rencontrées	 dans	 les	
microsphères	sont	plus	faibles,	de	l’ordre	de	20	%	à	50	%.	Par	contre	les	propriétés	de	relargage	
de	matière	 active	 sont	 souvent	 plus	 avantageuses	 dans	 le	 cas	 des	microsphères.	 La	 diffusion	
progressive	 du	 principe	 actif	 du	 fait	 de	 sa	 dispersion	 dans	 la	 matrice	 est	 particulièrement	
adaptée	 à	 certaines	 applications,	 notamment	 dans	 les	 domaines	 agroalimentaire	 et	
pharmaceutique	[35].	
En	ce	qui	concerne	le	relargage,	deux	systèmes	existent	:	les	systèmes	à	libération	déclenchée	et	
ceux	 à	 libération	 prolongée.	 Les	 systèmes	 à	 libération	 déclenchée	 sont	 généralement	 des	
microcapsules	formées	d’une	membrane	étanche	qui	vont	libérer	brutalement	leur	contenu	par	
fusion	ou	éclatement	de	la	membrane.	Les	systèmes	à	libération	prolongée	se	distinguent	les	uns	
des	 autres	 par	 les	 mécanismes	 de	 libération	 mis	 en	 jeu	 (diffusion	 passive,	
dégradation/dissolution	 du	 matériau	 enrobant,	 échange	 d’ions)	 et	 par	 leur	 structure	
a b c d 
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Les	 constituants	 principaux	 d’une	 particule	 obtenue	 par	 microencapsulation	 sont	 la	 matière	
enrobante	et	 la	matière	 active.	Afin	d’améliorer	 la	 stabilité	du	 système	et/ou	 lui	 apporter	des	





le	 degré	 de	 protection	 de	 la	 matière	 active.	 En	 général,	 les	 critères	 de	 choix	 des	 matériaux	
enrobants	 sont	 basés	 sur	 leurs	 propriétés	 physico‐chimiques	 (stabilité,	 humidité,	 pH,	
oxydation),	thermiques	et	mécaniques.	L’enrobage	permet	de	modifier	radicalement	l’aspect	du	
produit	 encapsulé	:	 masquer	 le	 goût	 et	 l’odeur,	 changer	 l’état	 de	 surface,	 la	 solubilité,	 la	
rhéologie	ou	l’état	fondamental,	comme	par	exemple	transformation	des	liquides	ou	des	gaz	en	
poudres	fluides	[36].		
Suivant	 le	 procédé	 utilisé,	 le	 matériau	 enrobant	 est	 constitué	 d’un	 ou	 plusieurs	 polymères	
(Paragraphe	 I.1.5).	 L’avantage	 des	 systèmes	 enrobants	 polymériques	 (à	 base	 des	 polymères	





Les	 polymères	 synthétiques	 sont	 largement	 utilisés	 comme	 matrice	 de	 microparticules.	 Les	
particules	 enrobées	 par	 les	 polymères	 synthétiques	 sont	 généralement	 utilisées	 dans	 la	
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Polyuréthane	 Catalyseur	 Polymérisation	interfaciale	 Catalyse	 [42]	








systèmes	 de	 ce	 type	 permettent	 de	 conjuguer	 différentes	 propriétés	 (ou	 fonctionnalités).	 Par	
exemple,	 grâce	 aux	 propriétés	 amphiphiles	 des	 copolymères	 à	 blocs	 tels	 que	 le	
polycaprolactone‐b‐poly(oxyde	d’éthylène),	l’encapsulation	d’un	principe	actif	hydrophobe	peut	
être	 envisagée	 [47].	 Elversson	 et	 Millqvist‐Fureby	 ont	 étudié	 le	 mélange	 alcool	









solution,	 une	 bonne	 solubilité	 et	 un	 faible	 coût.	 Ils	 peuvent	 agir	 en	 tant	 que	 matériaux	
d’encapsulation	 et	 également	 en	 tant	 que	 stabilisateurs	 d’émulsion	 pour	 les	 autres	 matières	
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enrobantes.	 Les	 polysaccharides	 les	 plus	 étudiés	 dans	 l’encapsulation	 sont	 présentés	 dans	 le	
Tableau	I	‐	2.	
	




























































Pectine	 Huile	de	poisson	 Atomisation	 Alimentaire	 [66]	
	
Les	 données	 rassemblées	 dans	 le	 Tableau	 I	 ‐	 2	 montrent	 que	 les	 polysaccharides	 sont	
généralement	 utilisés	 pour	 l’encapsulation	 des	 ingrédients	 actifs	 dans	 l’industrie	 alimentaire,	
mais	 aussi	 pour	 la	 préparation	 de	 médicaments	 ou	 de	 détergents.	 Les	 polysaccharides	
présentent	 un	 bon	 compromis	 entre	 le	 coût	 et	 l’efficacité,	 des	 bonnes	 propriétés	
organoleptiques,	une	viscosité	basse	et	une	variété	de	poids	moléculaires.	La	gomme	arabique,	
par	exemple,	est	principalement	utilisée	pour	ses	propriétés	émulsifiantes	et	 filmogènes	qui	 la	
rendent	 plus	 efficace	 que	 les	 maltodextrines	 ou	 l’amidon	 seul.	 Pour	 encapsuler	 une	 matière	




Les	 protéines	 d’origine	 végétale	 (protéines	 de	 soja,	 protéines	 de	 pois,	 protéines	 de	 blé)	 et	
animale	 (protéines	 de	 lait,	 protéines	 d’œuf,	 caséine,	 gélatine)	 peuvent	 être	 employés	 comme	




























































possèdent	 des	 propriétés	 fonctionnelles	 bénéfiques,	 telles	 que	 les	 capacités	 émulsifiante	 et	






78].	Les	 lipides	 tels	que	 les	 triglycérides,	 les	caroténoïdes	et	 les	phytosterols	 sont	capables	de	
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créer	 une	 barrière	 de	 protection	 pour	 les	 molécules	 lipophiles	 bioactives,	 de	 protéger	 les	
composés	sensibles	contre	 l’humidité	et	de	 transporter	des	 ingrédients	en	milieu	aqueux	[79].	























En	 plus	 du	 matériau	 enrobant	 et	 la	 matière	 active,	 certains	 additifs	 peuvent	 également	 être	
ajoutés	dans	le	système	avant	la	microencapsulation.	Parmi	les	additifs	les	plus	souvent	utilisés	
en	 microencapsulation	 on	 trouve	 les	 agents	 tensioactifs	 [49,51,52,56,57,69,74,90,98,99],	 les	
agents	antimicrobiens	[100‐103]	ou	encore	les	agents	réticulants	[102,104].	
Dans	 le	 cas	de	 l’utilisation	d’un	principe	actif	hydrophobe,	 la	 stabilisation	de	 l’émulsion,	avant	
l’étape	de	microencapsulation,	peut	se	 faire	en	présence	d’un	agent	tensioactif.	Les	surfactants	
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Afin	 de	 prévenir	 la	 multiplication	 des	 microorganismes	 dans	 le	 système	 et	 de	 le	 stabiliser	
efficacement,	des	agents	antimicrobiens,	notamment	 l’azoture	de	sodium,	peuvent	être	utilisés	
[100‐103].		
Les	 agents	 de	 réticulation	 sont	 parfois	 utilisés	 après	 l’étape	 de	 microencapsulation	 pour	
consolider	l’enrobage	polymérique	et	lui	apporter	de	meilleures	propriétés	mécaniques	dans	le	
but	 de	 protéger	 les	 particules	 formées	 contre	 la	 coalescence	 et	 la	 libération	 préalable	 de	 la	
matière	active.	Par	exemple,	dans	le	cas	de	l’encapsulation	de	principes	actifs	par	des	protéines,	
le	glutaraldéhyde	est	souvent	utilisé	comme	agent	de	réticulation	[102,104].		






Les	 procédés	 de	 microencapsulation	 sont	 variés	;	 il	 existe	 plusieurs	 classifications	 de	 ces	





























L’encapsulation	 par	 voie	 chimique	 consiste	 en	 la	 polymérisation	 autour	 de	 la	 matière	 active	
(pure	 ou	 en	 solution)	 d’un	 ou	 plusieurs	 monomères	 conduisant	 à	 la	 formation	 in	 situ	 d’une	
membrane	 de	 protection.	 Plusieurs	 types	 de	 polymérisation	 peuvent	 être	 envisagés	:	
polycondensation,	polymérisation	radicalaire	ou	anionique.	




L’encapsulation	 par	 polymérisation	 interfaciale	 nécessite	 la	 formation	 d’une	 émulsion,	 dans	
laquelle	 deux	 monomères	 réactifs	 sont	 solubles	 respectivement	 dans	 chacune	 des	 phases	 de	
















peut	entraîner	sa	migration	et	 limiter	 le	 taux	d’encapsulation.	Les	solvants	organiques	utilisés	








polymère matière active 
monomère A 
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De	 façon	 générale,	 le	 monomère	 est	 solubilisé	 dans	 la	 phase	 continue	 d’une	 dispersion	
(émulsion,	suspension),	alors	que	le	principe	actif	se	trouve	dans	la	phase	dispersée	(Figure	I	‐	
4a).	 Après	 amorçage	 de	 la	 réaction	 de	 la	 polymérisation,	 les	 polymères	 formés	 précipitent	 à	
partir	 d’une	 longueur	 de	 chaînes	 critique	 formant	 ce	 que	 l’on	 appelle	 les	 noyaux	 primaires	
(Figure	 I	 ‐	 4b).	 La	 précipitation	 des	 chaînes	 polymériques	 autour	 du	 principe	 actif	 permet	 la	
formation	 d’une	 particule	 finale	 de	 type	 microcapsule	 (Figure	 I	 ‐	 4c).	 Pendant	 le	 procédé	









Il	 est	 important	de	préciser	que	pour	que	 la	microencapsulation	par	polymérisation	en	milieu	
dispersé	 soit	 efficace,	 les	 conditions	 d’étalement	 entre	 les	 différentes	 phases	 doivent	 être	
respectées.	 Pour	 assurer	 des	 conditions	 d’encapsulation	 efficaces,	 il	 suffit	 que	 la	 tension	
interfaciale	entre	la	matière	active	et	 la	phase	continue	soit	supérieure	à	celle	entre	la	matière	
active	 et	 le	 coacervat.	 Les	principaux	paramètres	du	procédé	déterminant	 les	 caractéristiques	
finales	des	microcapsules	sont	:		
 l’agitation	 (mode	 d’agitation,	 vitesse,	 temps)	 qui	 conditionne	 le	 diamètre	moyen	 et	 la	
distribution	en	taille	des	particules	;	
 la	 concentration	 de	 la	 solution	 de	 polymère	 qui	 détermine	 l’homogénéité	 de	 la	
membrane	d’enrobage	et	la	distribution	des	masses	moléculaires	de	cette	membrane	;	
 dans	 le	cas	de	 l’utilisation	d’un	 tensioactif,	 sa	nature	et	 la	concentration	dans	 le	milieu	
ont	une	influence	sur	le	diamètre	des	microcapsules.	
Le	 plus	 souvent,	 cette	 technique	 d’encapsulation	 est	 utilisée	 pour	 enrober	 les	 nanoparticules	
solides,	notamment	le	dioxyde	de	titane,	 la	silice,	 l’oxyde	de	 fer	(oxyde	magnétique)	ou	encore	
l’argent	 [112‐115].	 Les	 polymères	 formés	 au	 cours	 de	 l’encapsulation	 sont	 le	 polyacrylate,	 le	
polystyrène	 et	 le	 polyacrylamide.	 Les	 solvants	 utilisés	 dans	 la	 réaction	 de	 polymérisation	
peuvent	être	l’éthanol/eau,	le	méthanol	et	le	cyclohexane.	Les	tailles	des	particules	obtenues	par	
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microencapsulation	 par	 polymérisation	 en	milieu	 dispersé	 varient	 entre	 quelques	 dizaines	 de	
nm	et	quelques	µm.	
Les	procédés	d’encapsulation	chimiques	sont	largement	utilisés	dans	le	domaine	phytosanitaire	
pour	 la	 production	 de	 microcapsules	 d’insecticides,	 d’herbicides	 et	 de	 fongicides	 avec	 des	





précipitation	 des	 agents	 enrobants.	 Il	 s’agit	 par	 exemple	 de	 la	 précipitation	 contrôlée	 d’un	
polymère	en	solution,	par	ajout	d’un	non‐solvant	ou	d’un	polymère	incompatible	(coacervation).	
Les	autres	méthodes	se	basent	sur	 la	variation	de	 température	de	 la	 solution	 (évaporation	du	









La	 microencapsulation	 par	 coacervation	 consiste	 à	 provoquer	 la	 précipitation	 de	 la	 matière	
enrobante	 par	 séparation	 de	 phase	 autour	 de	 la	 matière	 active.	 Une	 particule	 de	 type	
microcapsule	est	alors	formée.	Cependant,	quand	la	quantité	de	matière	active	dans	le	milieu	est	
très	 faible	 par	 rapport	 au	 coacervat,	 les	 particules	 peuvent	 s’agréger	 et	 donc	 former	 une	
microsphère.	 Deux	 types	 de	 coacervation	 sont	 connus	:	 la	 coacervation	 complexe	 quand	 la	
structure	 du	 coacervat	 comprend	 plusieurs	 polymères	 et	 la	 coacervation	 simple	 quand	 la	
matrice	est	formée	d’un	seul	polymère.	
Coacervation	complexe.	La	coacervation	complexe	consiste	en	la	désolvatation	simultanée	de	


















de	 l’étalement	 des	 phases.	 C'est‐à‐dire	 que	 la	 création	 d’enrobage	 aura	 lieu	 si	 le	 coacervat	
mouille	 spontanément	 la	 surface	 de	 la	 matière	 active.	 Il	 est	 donc	 important	 de	 connaître	 les	
coefficients	d’étalement	et	 les	tensions	interfaciales	des	différents	constituants.	Les	sensibilités	
au	 pH	 et	 à	 la	 force	 ionique	 sont	 des	 facteurs	 qui	 limitent	 l’utilisation	 des	 coacervats	 dans	
l’encapsulation.	L’augmentation	de	la	stabilité	des	coacervats	et	de	la	solidité	de	leur	enrobage	
est	envisageable	par	la	réticulation	du	polymère	(Figure	I	‐	5,	d).	Les	agents	réticulants	utilisés	
pour	 cet	 effet	 peuvent	 être	 les	 glutaraldéhydes	 [16,118],	 les	 transglutaminases	 [119]	 ou	 les	




Matière	enrobante	 Matière	active	 Application	 Référence	
Gomme	arabique/gélatine	 n‐hexa‐	(octa‐,	nona‐)decane	 Textile	 [121]	
Gomme	arabique/protéine	du	lait	 Huiles	aromatiques	 Alimentation	 [122]	
Pectine/	gélatine	
Alginate	de	sodium/gélatine	 Médicaments	 Médecine	 [123]	
	
On	peut	 remarquer	que	 ce	procédé	est	 limité	par	un	choix	 restreint	des	matériaux	enrobants.	
Seul	 un	 couple	 de	 polyélectrolytes	 portant	 des	 charges	 opposées	 peut	 convenir	 pour	 la	
coacervation	 complexe	 [35].	 L’utilisation	 de	 la	 gélatine	 (polycation)	 est	 pratiquement	
incontournable	en	raison	de	ses	propriétés	gélifiantes.	
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Coacervation	 simple.	La	 coacervation	 simple	 consiste	 en	 les	 répulsions	 polaires	 et	 apolaires	
entre	deux	solutés	dont	l’un	doit	être	un	polymère	[16,124].	Elle	est	provoquée	principalement	
par	 une	 désolvatation	 directe	 du	 polymère	 qui	 a	 lieu	 après	 changement	 du	 pH	 ou	 de	 la	
température,	 par	 addition	 d’un	 non‐solvant	 ou	 d’un	 électrolyte.	 Les	 étapes	 du	 procédé	 sont	
identiques	à	celles	de	la	coacervation	complexe.		
Le	principal	avantage	de	la	coacervation	est	qu’il	est	possible	d’utiliser	aussi	bien	des	polymères	
hydrophobes	 [125]	 que	 des	 polymères	 hydrophiles	 [126],	 car	 le	 coacervat	 peut	 se	 former	 en	
milieu	organique	ou	aqueux.	Les	tailles	des	particules	obtenues	par	la	méthode	de	coacervation	


















I	 ‐	 6)	 sous	 agitation.	 Dès	 que	 le	 solvant	 organique	 entre	 en	 contact	 avec	 la	 phase	 aqueuse	
externe,	 il	 migre	 à	 la	 surface	 de	 l’émulsion	 où	 il	 s’évapore	 par	 diffusion	 (Figure	 I	 ‐	 6c).	 La	
concentration	du	solvant	organique	dans	la	phase	intermédiaire	diminue	au	cours	du	temps	et	le	
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polymère	 commence	 à	 précipiter	 encapsulant	 le	 principe	 actif	 (Figure	 I	 ‐	 6d).	 Les	
microparticules	sont	séparées	par	filtration	(Figure	I	‐	6e)	et	séchées.	




notamment	 trouver	 l’acide	 poly(lactique‐co‐glycolique)	 [128],	 le	 gluten	 du	 blé	 et	 le	






Plusieurs	 matières	 (polysaccharides,	 protéines,	 polymères	 synthétiques,	 lipides)	 en	 solution	
peuvent	 former	 des	 gels	 soit	 par	 refroidissement	 [132],	 soit	 par	 contact	 avec	 certains	 ions	
chélateurs	 [133].	 Le	 procédé	 de	 gélification	 se	 base	 sur	 l’encapsulation	 d’une	 matière	 active	
dissoute	 ou	 dispersée	 dans	 une	 solution	 de	 matière	 enrobante	 ou	 dans	 un	 matériau	 fondu.	
L’ensemble	 est	 émulsionné	 soit	 dans	 une	 phase	 dispersante	 où	 la	 température	 est	maintenue	
supérieure	 à	 la	 température	 de	 fusion	 d’enrobage	 (gélification	 thermique),	 soit	 dans	 une	




 lorsque	 des	 polymères	 hydrosolubles	 sont	 utilisés	 (par	 exemple,	 alginate	 de	 sodium	
[134]),	 l’encapsulation	peut	 être	 réalisée	à	des	 températures	 égales	ou	 inférieures	 à	 la	








solide	 (granules,	 cristaux).	 Durant	 le	 procédé	 d’enrobage,	 il	 y	 a	 formation	 d’une	 couche	 de	










I	 ‐	 7b).	 La	 couche	 d’enrobage	 se	 forme	 après	 plusieurs	 passages	 successifs	 par	 les	 zones	 de	











(création	 d’une	 seconde	 couche	 enrobante),	 comme	 dans	 l’alimentation	 pour	 protéger	 des	
vitamines	 et	 des	 minéraux.	 Cette	 technique	 permet	 la	 formation	 d’enrobages	 homogènes	
d’épaisseur	contrôlée.	La	taille	des	microparticules	produites	peut	aller	de	quelques	dizaines	de	









La	 technique	 d’extrusion	 peut	 être	 utilisée	 pour	 l’encapsulation	 de	 matière	 active	 dans	 des	
polymères	 thermoplastiques,	 dont	 la	 viscosité	 à	 l’état	 fluide	 permet	 de	 préparer	 des	
microcylindres	 homogènes	 et	 réguliers	 [35,138].	 Le	 produit	 à	 encapsuler	 et	 le	 matériau	
enrobant	sont	préalablement	mélangés.	Ensuite,	ce	mélange	est	passé	à	travers	une	extrudeuse	
dans	 laquelle	 il	 subit	 un	 certain	 nombre	 d'opérations:	 mélange,	 malaxage,	 mise	 en	 pression,	
échauffement,	 détente.	 La	 séquence	 de	 ces	 opérations	 est	 établie	 de	 manière	 à	 obtenir	 une	
transition	d’état	de	la	matière	(solide/liquide).	Après	extrusion,	la	matière	obtenue	est	découpée	
en	 microparticules	 cylindriques,	 qui	 sont	 ensuite	 érodées	 mécaniquement	 pour	 rendre	 leur	
forme	voisine	de	celle	de	microsphères	[139].		
Les	principaux	avantages	de	cette	méthode	sont	les	suivants:	





D’un	 autre	 côté,	 la	 perte	 des	 fonctions	 du	 principe	 actif	 est	 importante,	 ceci	 est	 dû	
essentiellement	aux	défauts	structuraux	(lors	de	la	formation)	et	à	une	température	d’extrusion	
élevée.	Cette	technique	est	essentiellement	utilisée	dans	le	cas	des	matières	actives	et	matières	






Actuellement,	 de	 nombreux	 chercheurs	 étudient	 le	 procédé	 d’encapsulation	 basé	 sur	 la	
technologie	de	dioxyde	de	carbone	supercritique	[45,141,142].	A	l’état	supercritique,	le	fluide	a	
des	propriétés	intermédiaires	entre	un	gaz	et	un	liquide.	Selon	cette	technique	d’encapsulation,	
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matière	 enrobante	 dans	 le	 CO2	 fluidifié,	 dont	 la	 polarité	 est	 proche	 de	 celle	 de	 l’hexane.	
L’application	la	plus	importante	de	l’encapsulation	par	la	méthode	basée	sur	la	technologie	des	
fluides	 supercritiques	 est	 l’enrobage	 des	 médicaments	 par	 les	 polymères	 synthétiques,	
notamment	 les	 polylactides,	 les	 polyacrylates	 et	 les	 polyéthers	 [45,46,141‐144].	 La	 taille	 des	




Le	 procédé	 d’atomisation	 (ou	 spray‐drying)	 est	 un	 procédé	 mécanique	 continu	 de	
déshydratation	 qui	 permet	 la	 transformation	 de	 préparations	 liquides	 en	 poudres	 sèches.	
Différentes	 formes	 liquides	 initiales	 peuvent	 permettre	 la	 microencapsulation	 de	 la	 matière	
active	par	atomisation	[145‐147]	:	
 l’émulsion	–	 la	matière	active	est	émulsionnée	dans	une	solution	contenant	 le	matériau	
enrobant	;	




L’étape	préliminaire	de	 l’atomisation	est	 la	 réalisation	d’une	 forme	 liquide	 (émulsion,	 solution	
ou	 dispersion)	 appelée	 solution	 d’alimentation,	 homogène	 et	 relativement	 stable	 dans	 un	






L’atomiseur	 est	 généralement	 constitué	 d’une	 haute	 tour,	 appelée	 chambre	 d’atomisation	
(Figure	I	‐	8,	1),	au	sommet	de	laquelle	la	formulation	liquide	initiale	est	injectée	à	l’aide	d’une	




avec	un	 flux	d’air	 chaud,	 le	 solvant	 (généralement	 l’eau)	 composant	une	partie	de	 ces	 gouttes	
s’évapore.	En	effet,	grâce	à	la	différence	de	température	et	de	pression	entre	la	phase	liquide	et	
la	 phase	 gazeuse,	 un	 transfert	 de	 chaleur	 depuis	 l’air	 vers	 la	 phase	 aqueuse	 se	 produit,	
engendrant	 un	 transfert	 des	 molécules	 de	 solvant	 du	 produit	 vers	 l’air	 chaud.	 La	 vitesse	 de	
diffusion	du	solvant	du	cœur	de	la	microgoutte	à	sa	surface	est	considérée	constante	et	égale	à	la	
vitesse	d’évaporation	à	 la	surface.	Finalement,	quand	la	quantité	de	solvant	dans	la	gouttelette	




Les	microparticules	 formées	 sont	 collectées	dans	 le	 récipient	de	 récupération	 (Figure	 I	 ‐	 8,	 3)	
après	une	séparation	du	flux	d’air	par	passage	dans	un	cyclone	(Figure	I	‐	8,	4).	L’air	humide	est	
évacué	vers	 la	sortie	après	 la	 traversée	du	filtre	(Figure	I	 ‐	8,	5).	Le	séchage	peut	être	effectué	
suivant	deux	régimes	différents	:	











où	 l’agrégation	 des	 petites	microparticules	 avec	 les	 grandes	 est	 plus	 fréquente.	 En	 général,	 la	
morphologie	des	particules	est	de	type	microsphère,	avec	une	forme	sphérique,	une	surface	lisse	
ou	parfois	fripée.	
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Plusieurs	 paramètres	 peuvent	 influencer	 l’efficacité	 du	 procédé	 de	 microencapsulation	 par	
atomisation.	Parmi	ces	paramètres,	on	peut	citer	la	viscosité	et	la	température	de	la	préparation	
liquide	 de	 départ,	 la	 température	 de	 l’entrée	 et	 de	 la	 sortie	 d’appareil,	 la	 nature	 et	 la	
concentration	de	la	matière	active	et	de	la	matière	enrobante	[145].	En	effet,	la	température	de	
la	préparation	de	départ	 influence	 sa	viscosité,	 sa	 fluidité	 et	par	 conséquent	 l’homogénéité	de	
l’atomisation.	 Quand	 cette	 température	 augmente,	 la	 viscosité	 des	 gouttelettes	 dispersées	
diminue,	mais	la	température	trop	élevée	peut	causer	la	dégradation	des	ingrédients	sensibles.	








température	 est	 très	 basse,	 la	 faible	 vitesse	 d’évaporation	 provoque	 la	 formation	 de	
microparticules	avec	une	densité	de	membrane	et	une	humidité	élevée,	et	les	microsphères	ont	
tendance	 à	 s’agglomérer.	 Inversement,	 si	 la	 température	 d’entrée	 est	 trop	 importante,	
l’évaporation	 trop	rapide	 favorise	 la	 formation	de	 fissures	dans	 la	membrane	d’enrobage	et	 la	
libération	non	désirée	de	la	matière	active.	
La	 nature	 de	 la	 matière	 enrobante	 joue	 également	 un	 rôle	 important	 pendant	 le	 procédé	 de	
microencapsulation	 par	 atomisation.	 Ce	 matériau	 doit	 être	 choisi	 en	 fonction	 des	 propriétés	
désirées	des	microparticules	 (taille,	 propriétés	mécaniques,	 thermiques	ou	 encore	 celles	de	 la	
libération).	 Les	 matières	 enrobantes	 utilisées	 dans	 le	 procédé	 d’atomisation	 sont	 les	
polysaccharides,	 les	 protéines,	 les	 polymères	 synthétiques	 ainsi	 que	 les	 lipides.	 Parfois	 ces	
matériaux	 peuvent	 être	 mélangés	 pour	 améliorer	 les	 propriétés	 des	 microparticules.	 Par	
exemple,	 l’addition	 de	 lactose	 dans	 une	 préparation	 avec	 des	 protéines	 de	 lait	 favorise	 la	
formation	de	la	croûte	autour	des	microparticules,	permet	d’améliorer	les	propriétés	du	séchage	
et	l’efficacité	de	microencapsulation	[148].	Cet	effet	positif	de	l’addition	de	polysaccharide	a	été	
expliqué	 par	 la	 formation	 d’une	 couche	 protectrice	 efficace	 grâce	 aux	 interactions	
électrostatiques	entre	les	deux	polymères	de	matière	enrobante.	










 d’autres	 domaines	 d’industrie	 –	 pigments	 pour	 la	 teinture,	 matériaux	 céramiques	 et	
supports	catalytiques.	
Les	 facteurs	 limitants	 du	 processus	 peuvent	 être	 la	 sensibilité	 des	 produits	 à	 la	 température	
élevée,	 l’entretien	 de	 l’appareil,	 surtout	 l’usure	 de	 la	 buse	 d’atomisation	 avec	 des	 produits	




En	 conclusion	 de	 cette	 partie,	 il	 nous	 semble	 important	 de	 préciser	 qu’avant	 d’encapsuler	 un	







plusieurs	 millions	 de	 daltons	 [149].	 Les	 protéines	 se	 composent	 d'un	 enchaînement	 linéaire	
d'acides	 aminés	 liés	par	 des	 liaisons	peptidiques.	 Cet	 enchaînement	possède	une	 organisation	
tridimensionnelle	 (ou	 repliement)	 qui	 lui	 est	 propre.	 De	 la	 séquence	 au	 repliement,	 puis	 à	
l’association,	il	existe	quatre	niveaux	d’organisation	structurale	de	la	protéine	(Figure	I	‐	10).	
La	 structure	 primaire	 (Figure	 I	 ‐	 10a)	 correspond	 à	 la	 succession	 linéaire	 des	 acides	 aminés,	
reliés	entre	eux	par	des	 liaisons	peptidiques.	La	structure	secondaire	(Figure	 I	 ‐	10b)	décrit	 le	
repliement	 local	de	 la	 chaîne	principale	d’une	protéine	et	 concerne	 les	arrangements	 spatiaux	
entre	les	résidus	d’acides	aminés	proches.	De	telles	interactions	confèrent	souvent	une	structure	
périodique	et	ordonnée	à	la	chaîne	polypeptidique.	De	plus,	certaines	conformations	se	trouvent	
nettement	 favorisées	 car	 elles	 sont	 stabilisées	 par	 des	 liaisons	 hydrogènes	 entre	 les	
groupements	 amides	 (‐NH)	 et	 carbonyles	 (‐CO)	 du	 squelette	 peptidique.	 Les	 hélices		 et	 les	
feuillets		sont	les	éléments	les	plus	importants	de	la	structure	secondaire.	
	







La	 structure	 tertiaire	 (Figure	 I	 ‐	 10c)	 d'une	 protéine	 correspond	 au	 repliement	 de	 la	 chaîne	
polypeptidique	 dans	 l'espace	 résultant	 des	 interactions	 entre	 les	 résidus	 d’acides	 aminés	 très	
éloignés	dans	la	séquence	linéaire.	On	parle	plus	couramment	de	structure	tridimensionnelle	ou	
structure	3D.	La	structure	 tertiaire	est	stabilisée	par	de	nombreuses	 liaisons	de	 faible	énergie,	
mais	également	par	des	liaisons	covalentes	–	ponts	disulfures.	Les	protéines	contenant	plusieurs	
chaînes	 polypeptidiques	 possèdent	 un	 niveau	 supplémentaire	 d’organisation	 structurale.	 En	
effet,	la	structure	quaternaire	(Figure	I	‐	10d)	des	protéines	se	fait	par	l'association	d'au	moins	
deux	 chaînes	 polypeptidiques,	 identiques	 ou	 différentes,	 par	 des	 liaisons	 non‐covalentes	
(liaisons	hydrogènes,	 liaisons	 ioniques,	 interactions	hydrophobes).	Chacune	de	ces	chaînes	est	
appelée	 monomère	 (ou	 sous‐unité)	 et	 l'ensemble,	 oligomère	 ou	 protéine	 multimérique.	 La	





Les	 protéines	 animales	 ont	 en	 principe	 des	 qualités	 nutritionnelles	 plus	 importantes	 que	 les	
protéines	 végétales,	 mais	 leur	 coût	 est	 plus	 élevé	 et	 leur	 utilisation	 est	 donc	 essentiellement	
dans	 le	 domaine	 alimentaire.	 L'avantage	 des	 protéines	 d'origine	 animale	 réside	 dans	 leur	
richesse	en	acides	aminés	essentiels,	comme	la	lysine,	la	méthionine	et	le	tryptophane.		
Les	protéines	végétales	sont	essentiellement	présentes	dans	plusieurs	sources	:	
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Les	 protéines	 végétales	 ont	 l'avantage	 d'être	 peu	 coûteuses,	 de	 ne	 pas	 présenter	 de	 risque	
sanitaire	 et	 d’être	 accessibles	 en	 grande	 quantité,	 renouvelables,	 biocompatibles	 et	
biodégradables.	 Elles	 sont	 beaucoup	 étudiées	 ces	 dernières	 années	 comme	 alternative	 aux	
protéines	 animales,	 surtout	 dans	 le	 domaine	 de	 l’alimentation.	 Parmi	 les	 protéines	 les	 plus	
étudiées,	on	trouve	celles	de	soja,	de	pois,	de	riz,	d’avoine,	d’orge,	la	zéine	de	maïs	et	la	gliadine	
de	blé.	
Les	protéines	végétales	peuvent	être	utilisées	 tant	dans	 le	domaine	alimentaire	 [20]	que	pour	
des	applications	non‐alimentaires	[150].	Aujourd’hui,	le	débat	concernant	la	qualité	des	aliments	










Il	 existe	 quatre	 grandes	 familles	 de	 protéines	 d’origine	 végétale,	 classées	 selon	 leur	 solubilité	
[151]	:	 les	 globulines,	 les	 albumines,	 les	 glutélines	 et	 les	 prolamines.	 Les	 albumines	 et	 les	
globulines	 constituent	 la	 majeure	 fraction	 protéique	 des	 végétaux.	 Elles	 sont	 simultanément	
extraites	de	farines	de	graines	délipidées	par	une	solution	aqueuse	de	chlorure	de	sodium	[149].	
D’autre	part,	selon	le	coefficient	de	sédimentation	(S,	défini	comme	la	vitesse	de	sédimentation	
par	 unité	 d’accélération	 de	 la	 particule	 dans	 un	milieu),	 caractérisant	 la	 masse	 molaire	 et	 la	
conformation	spatiale	d’une	protéine	et	son	comportement	dans	le	milieu	ambiant,	les	protéines	






albumines	 sont	 les	 enzymes,	 la	 lectine	 et	 les	 inhibiteurs.	 La	 fraction	 albumine	 diffère	 de	 la	
fraction	globuline	par	sa	masse	molaire	plus	faible	qui	varie	entre	10	kDa	et	100	kDa,	alors	que	
pour	 les	 globulines	 elle	 peut	 atteindre	 plusieurs	 centaines	 de	 kDa	 [149].	 Généralement,	 les	
albumines	 présentent	 des	 teneurs	 élevées	 en	 lysine	 et	 en	 acides	 aminés	 soufrés,	 comme	 la	
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Les	 globulines	 sont	 les	 protéines	 majeures	 des	 plantes,	 solubles	 dans	 les	 solutions	 aqueuses	
salines.	Elles	sont	constituées	principalement	de	deux	fractions	caractérisées	par	des	coefficients	
de	 sédimentation	 de	 7S	 et	 11S.	 Ces	 fractions	 portent	 des	 noms	 spécifiques	 pour	 différents	
















la	 structure	 de	 globulines	 issues	 de	 végétaux,	 la	 plupart	 des	 études	 sont	 effectuées	 sur	 la	
glycinine,	la	protéine	11S	de	soja	[152‐155].	La	glycinine	est	un	oligomère	hétérogène	constitué	
de	 six	 sous‐unités	 chacune	 représentée	 par	 deux	 polypeptides	 (acide	 (A)	 et	 basique	 (B)).	 Les	
sous‐unités	et	les	polypeptides	sont	reliés	entre	eux	par	des	ponts	disulfures,	ainsi	que	par	des	
liaisons	 hydrogènes,	 hydrophobes	 et	 ioniques,	 ce	 qui	 maintient	 la	 stabilité	 de	 la	 structure	
hexagonale.	Les	polypeptides	A	et	B	se	trouvent	en	alternance,	aussi	bien	au	sein	de	l’hexagone	














les	mélanges	eau/alcool	 respectivement.	Leur	structure	est	peu	étudiée,	mais	 il	 est	 connu	que	





la	 bonne	 solubilité,	 les	 capacités	 émulsifiante	 et	 moussante,	 les	 propriétés	 filmogènes,	
pertinentes	pour	de	nombreuses	applications,	notamment	en	industrie	alimentaire,	cosmétique	
et	 biomédicale.	 Cependant,	 afin	 d’améliorer	 encore	 ces	 propriétés,	 certaines	modifications	 de	
structure	peuvent	être	envisagées,	notamment	:	




 la	 fonctionnalisation	 des	 protéines	 par	 voies	 chimique,	 car	 les	 protéines	 possèdent	 de	
nombreux	 groupements	 fonctionnels	 (fonction	 alcool,	 amine,	 thiol,	 carboxyle)	
susceptibles	 d’être	 modifiés	 chimiquement.	 Ces	 modifications	 peuvent	 permettre	
l’amélioration	 de	 certaines	 propriétés	 telles	 que	 la	 solubilité,	 l’hydrophobicité,	
l’hydrophilie,	 les	 propriétés	 gélifiantes,	 émulsifiantes,	 moussantes,	 ainsi	 que	 les	
propriétés	tensioactives.	





la	 force	 ionique)	 peuvent	 provoquer	 la	 dénaturation	 des	 protéines.	 Or,	 les	 propriétés	 des	
protéines	 sont	 fortement	 liées	 à	 leur	 conformation	 et	 à	 leur	 structure	 tridimensionnelle.	 La	
dénaturation	des	protéines	aura	donc	une	influence	certaine	sur	leurs	propriétés.	Le	modèle	de	
dénaturation	des	protéines	 est	 présenté	 sur	 la	 Figure	 I	 ‐	 12.	 Sous	 l’effet	 d’un	 facteur	physico‐
chimique,	 la	 structure	 native	 est	 convertie	 en	un	 intermédiaire,	 dont	 la	 structure	 tertiaire	 est	
modifiée,	mais	la	structure	secondaire	est	inchangée.	Le	déploiement	des	chaînes	va	conduire	à	
la	dénaturation	de	la	protéine.	La	dénaturation	est	un	processus	irréversible,	contrairement	au	












et	 de	 la	 présence	 de	 sels	 qui	 influencent	 la	 force	 ionique.	 L’ajout	 de	 sels	 dans	 la	 solution	
protéique	permet	 l’ionisation	des	 chaînes,	 l’augmentation	des	 forces	 de	 répulsion	 ainsi	 que	 la	
solubilité	[158].	Par	contre,	à	une	forte	concentration	saline,	les	ions	de	sel	en	excès	mobilisent	
les	 molécules	 d’eau	 disponibles	 pour	 la	 solvatation	 des	 protéines	 qui	 ont	 la	 tendance	 à	
précipiter.		
La	variation	du	pH	du	milieu	produit	aussi	une	modification	d’ionisation	des	groupements	acido‐
basiques	 des	 protéines.	 La	 solubilité	 des	 protéines	 est	 minimale	 à	 pH	 proche	 du	 point	
isoélectrique	situé	généralement	entre	le	pH	4,0	et	5,5.	Aux	valeurs	de	pH	fortement	basiques	ou	
déployée 
(dénaturée) intermédiaire native 





Un	 autre	 facteur	 pouvant	 provoquer	 le	 déploiement	 des	 chaînes	 protéiques	 est	 le	 traitement	
sous	 haute	 pression.	 Ce	 type	 de	modification	 protéique	 s’effectue	 à	 température	 ambiante	 ou	
même	 à	 basse	 température	 [160].	 Pendant	 le	 traitement	 sous	 haute	 pression,	 les	 liaisons	
intermoléculaires	 non	 covalentes	 (Figure	 I	 ‐	 13)	 entre	 les	 résidus	 des	 acides	 aminés	 des	
protéines	 peuvent	 être	 rompues	 sous	 l’action	 d’une	 force	 mécanique	 [161].	 Les	 chaînes	
protéiques	 se	 libèrent,	 entraînant	 un	 changement	 de	 conformation	 et	 une	 modification	 des	





La	 masse	 moléculaire	 et	 la	 structure	 primaire	 des	 protéines	 ne	 sont	 pas	 affectées	 par	 la	
dénaturation.	 Par	 contre,	 cette	 dernière	modifie	 certaines	 fonctionnalités	 des	 protéines,	 telles	
que	 la	 solubilité,	 la	 viscosité,	 les	 propriétés	 gélifiantes	 ou	 encore	 les	 capacités	 moussante	 et	
émulsifiante,	ainsi	que	leur	affinité	pour	les	phases	hydrophobes	[162‐165].		
Ces	 modifications	 sont	 justifiées	 par	 le	 changement	 de	 conformation	 des	 protéines	 dû	 à	 la	
dénaturation,	 et	 plus	 particulièrement	 le	 déploiement	 des	 chaînes	 et	 l’augmentation	 de	 leur	
mobilité	qui	en	résulte,	exposant	un	certain	nombre	d’acides	aminés	à	un	nouvel	environnement.	
Ces	 modifications	 de	 propriétés	 dépendent	 fortement	 de	 la	 nature	 des	 protéines	 et	 des	
conditions	de	leur	dénaturation	(vitesse	de	chauffage,	temps	de	traitement,	température),	car	les	
transitions	structurales	pendant	le	déploiement	sont	spécifiques	à	chaque	protéine.	
Liu	 et	 al.	 [165]	 remarquent	 la	 diminution	 de	 la	 solubilité,	 des	 propriétés	 émulsifiantes	 et	
moussantes	 après	 dénaturation	 thermique	 de	 l’isolat	 protéique	 de	 cacahuète.	 Ibanoglu	 et	
Ercelebi	[163]	observent	le	même	phénomène	avec	les	protéines	d’œuf.	Ju	et	al.	[164]	montrent	
que	 le	 traitement	 à	 haute	 température	 provoque	 l’augmentation	 de	 l’hydrophobicité	 des	
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protéines	 du	 riz,	 en	 raison	 de	 l’exposition	 des	 groupements	 hydrophobes	 à	 la	 surface	 des	
protéines,	qui	étaient	à	l’intérieur	de	la	pelote	protéique	dans	la	structure	native.	Dissanayake	et	
Vasiljevic	 [162]	 observent	 une	 amélioration	 de	 la	 capacité	 émulsifiante	 et	 moussante	 des	
protéines	de	petit	lait	après	un	traitement	combiné	à	haute	pression	et	température	(140	MPa	et	
90	°C	 respectivement).	 Ceci	 est	 dû	 à	 l’augmentation	 de	 la	 flexibilité	 moléculaire	 des	 chaînes	
protéiques	 après	 dénaturation.	 Toutes	 ces	 observations	 prouvent	 l’influence	 des	 facteurs	





La	 chimie	 de	 la	 réaction	de	Maillard	 est	 très	 complexe,	 elle	 débute	 par	 la	 condensation	d’une	
fonction	 amine	 d’un	 acide	 aminé	 de	 protéine	 sur	 la	 fonction	 réductrice	 carbonyle	 d’un	
polysaccharide.	 L’intermédiaire	 énamine	 formé	 peut	 conduire	 ensuite	 selon	 les	 conditions	
expérimentales	 (température,	 humidité,	 pH,	 présence	 d’oxygène,	 temps	 de	 réaction,	 ainsi	 que	
concentration	et	nature	des	réactifs)	à	de	nombreux	produits	[166,167].	
Quelques	auteurs	ont	étudié	 la	microencapsulation	en	utilisant	un	mélange	de	protéines	et	de	
polysaccharides	 qui	 se	 conjuguent	 par	 la	 réaction	 de	 Maillard	 après	 un	 chauffage	 à	 haute	
température	 [166‐170].	 Cette	 conjugaison	 entre	 les	 protéines	 et	 les	 polysaccharides	 permet	
d’augmenter	 la	 stabilité	 du	 système	 et	 lui	 confère	 de	 nouvelles	 propriétés,	 notamment	 la	
capacité	émulsifiante	et	la	stabilité	antioxydante	[169,171].		
En	microencapsulation,	 la	 réaction	de	Maillard	est	 surtout	utilisée	pour	augmenter	 la	 stabilité	
des	 matières	 actives	 encapsulées	 contre	 l’oxydation	 [166‐169].	 Différentes	 combinaisons	 de	
matière	 enrobante	 peuvent	 être	 utilisées	 pour	 la	 réaction	 de	 Maillard.	 Quelques	 exemples	
appliqués	à	la	microencapsulation	sont	présentés	dans	le	Tableau	I	‐	7.		
Différents	 paramètres	 influencent	 le	 taux	 de	 réaction	 de	 Maillard	 et	 par	 conséquent	 les	
propriétés	des	microparticules	obtenues	:	la	température	et	le	temps	de	traitement,	mais	aussi	la	
nature	et	le	ratio	du	couple	protéine/polysaccharide.		
Les	 travaux	d’Augustin	et	al.	 [168]	montrent	 l’influence	de	 la	nature	de	 la	protéine	utilisée,	et	
particulièrement	 de	 sa	 solubilité	 et	 de	 sa	 capacité	 émulsifiante	 sur	 l’oxydation	 de	 la	 matière	
active	 encapsulée.	 Les	 auteurs	 démontrent	 également	 l’intérêt	 d’un	 chauffage	 à	 haute	
température	 (98	°C)	 du	mélange	 protéine/polysaccharide	 avant	 l’étape	 d’émulsification	 sur	 la	
protection	 de	 la	 matière	 active,	 notamment	 contre	 l’oxydation.	 De	 même,	 une	 étude	 de	
Sant’Anna	et	al.	[170]	démontre	que	la	microencapsulation	de	peptides	antimicrobiens	par	des	



















































‐lactoglobuline	 Dextrane	 1/3	 Huile	de	maïs	 [173]	
	
Les	propriétés	interfaciales	des	couples	protéines/polysaccharides	conjugués	par	la	réaction	de	
Maillard	 vis‐à‐vis	 de	 phases	 hydrophobes	 sont	 sensiblement	 différentes	 de	 celles	 de	 simples	
mélanges	physiques	protéines/polysaccharides.	Dunulap	et	Côte	[174]	montrent	que	les	liaisons	
covalentes	 entre	 polysaccharides	 et	 protéines	 permettent	 une	 meilleure	 résistance	 à	 la	
coalescence	dans	l’émulsion	et	une	meilleure	protection	de	la	phase	hydrophobe.	Cela	confirme	
les	 résultats	 obtenus	par	 Choi	et	al.	 [166]	 et	O’Regan	 et	al.	 [172]	 qui	 observent	 des	 tailles	 de	
particules	réduites	et	des	efficacités	de	microencapsulation	améliorées	dans	le	cas	de	matériau	
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La	 déamidation	 est	 une	 réaction	 chimique	 éliminant	 le	 groupement	 aminé	 d’un	 amide	 pour	





Figure	 I	 ‐	 14.	 Représentation	 du	 mécanisme	 général	 de	 déamidation	 non‐enzymatique	 de	
l’asparagine	et	la	glutamine.	
	
La	 réaction	 de	 déamidation	 peut	 se	 dérouler	 selon	 deux	 voies	:	 chimique	 et	 enzymatique.	 La	
déamidation	 chimique	 peut	 être	 effectuée	 en	 milieu	 acide	 [4,6]	 ou	 basique	 [175].	 En	 ce	 qui	
concerne	 la	 déamidation	 par	 voie	 enzymatique,	 la	 glutaminase	 est	 généralement	 utilisée	
[7,176,177].	
La	 conversion	 des	 groupements	 amides	 des	 protéines	 en	 groupements	 carboxyles	 par	
déamidation	influence	leurs	propriétés	fonctionnelles	[176].	En	effet,	les	amides	ne	sont	pas	des	
groupements	ionisables	(pas	de	pKa)	alors	que	les	acides	carboxyliques	le	sont	(pKa	(COOH)	3‐




protéines	 après	 la	 déamidation	 entraîne	 une	 plus	 importante	 répulsion	 électrostatique	 entre	
chaînes	 et	 donc	 un	 déploiement	 partiel	 des	 chaînes	 protéiques	 améliorant	 leur	 solubilité	
[175,178].	 De	 plus,	 le	 changement	 des	 charges	 à	 la	 surface	 des	 protéines	 provoque	 le	
déplacement	 de	 leur	 point	 isoélectrique	 [179].	 Expérimentalement,	 une	 augmentation	 de	 la	
solubilité	 et	 de	 la	 capacité	 émulsifiante	 a	 été	 observée	 pour	 des	 faibles	 taux	 de	 déamidation,	
dans	le	cas	des	protéines	d’orge,	de	soja,	de	riz	et	de	maïs	[4,6,175].	Par	contre,	une	déamidation	
excessive	peut	provoquer	 la	détérioration	de	 certaines	propriétés	 fonctionnelles	de	protéines,	
comme	 le	décrit	Mirmoghtadaie	et	al.	 [6].	Un	 faible	 taux	de	déamidation	augmente	 la	mobilité	
des	chaînes	protéiques,	alors	qu’une	déamidation	excessive	se	traduit	par	une	augmentation	des	
charges	 sur	 les	 chaines	 et	 la	 réduction	 des	 interactions	 protéine‐protéine,	 ce	 qui	 diminue	 les	
capacités	émulsifiante	et	moussante. 
Yong	 et	 al.	 [7]	 ont	 montré	 qu’après	 une	 déamidation	 enzymatique	 (taux	 de	 modification	 de	
20	%),	 la	 solubilité	 du	 gluten	 de	 blé	 augmente	 de	 19	%	 à	 68	%,	 sa	 capacité	 émulsifiante	
s’améliore	 et	 la	 taille	moyenne	 des	 gouttelettes	 de	 l’huile	 dispersées	 diminue	 de	 100	µm	 à	 2‐
3	µm.	 Suppavorasatit	 et	 al.	 [177]	 montrent	 qu’une	 déamidation	 enzymatique	 à	 52	%	 des	
protéines	de	soja	augmente	leur	solubilité	de	25	%	à	65	%,	leur	capacité	émulsifiante	de	17	%	à	
41	%	 et	 leur	 capacité	 moussante	 de	 26	%	 à	 53	%.	 Mirmoghtadaie	 et	 al.	 [6]	 observent	 que	 la	







L’acylation	 consiste	 à	 fixer	 par	 liaison	 covalente	 une	 chaîne	 grasse	 sur	 la	 molécule.	 Trois	
groupements	fonctionnels	des	protéines	sont	susceptibles	de	créer	une	liaison	covalente	avec	un	






amines	 libres	 sont	 représentées	 par	 les	 extrémités	 des	 chaînes	 et	 les	 résidus	 de	 la	 lysine.	 La	















de	 chaînes	 grasses	 de	 C8,	 C12,	 C14,	 C16	 ou	 C18	 atomes	 de	 carbone.	 Les	 résultats	 obtenus	
montrent	 que	 quelle	 que	 soit	 la	 longueur	 de	 la	 chaîne	 lipophile,	 l’acylation	 des	 dérivés	
protéiques	 de	 caséine	 entraîne	 une	 diminution	 de	 la	 solubilité	 en	 solution	 aqueuse,	 liée	 à	
l’agrégation	 et	 la	 précipitation	 des	 chaînes	 qui	 présentent	 une	 hydrophobicité	 accrue.	 La	









structure	 quaternaire	 des	 protéines	 acylées	 a	 été	 démontrée	 dans	 ce	 travail.	 L’exposition	 des	
groupements	 hydrophobes	 facilite	 le	 réarrangement	 des	 protéines	 à	 l’interface	 huile/eau	 et	











d’endo‐	 et	 d’exopeptidases.	 Les	 endopeptidases	 rompent	 les	 liaisons	 peptidiques	 situées	 à	
l’intérieur	 des	 chaînes	 protéiques,	 tandis	 que	 les	 exopeptidases	 détachent	 les	 acides	 aminés	
terminaux	 en	 décomposant	 la	 protéine	 en	 acides	 aminés.	 Par	 conséquent,	 pour	 obtenir	 des	
fragments	de	protéines	de	taille	réduite	et	pour	améliorer	leurs	propriétés	physico‐chimiques,	il	
est	plus	intéressant	d’utiliser	des	endopeptidases.	
Les	 hydrolysats	 protéiques	 issus	 de	matière	 végétale	 sont	 utilisés	 comme	 principes	 actifs	 ou	
additifs	 pour	 les	 produits	 fonctionnels	 en	 cosmétique,	 médecine	 et	 alimentation	 [185].	 La	
fonctionnalité	 des	 protéines	 hydrolysées	 dépend	de	 la	masse	molaire,	 de	 la	 structure	 et	 de	 la	
séquence	des	acides	aminés.	Le	paramètre	de	base	pour	caractériser	le	niveau	d’hydrolyse	et	les	
propriétés	 des	 hydrolysats	 est	 le	 degré	 d’hydrolyse	 (DH),	 représentant	 le	 pourcentage	 des	
liaisons	peptidiques	rompues	[186].		
Adler‐Nissen	 et	 Olsen	 [3]	 observent	 que	 les	 propriétés	 émulsifiantes	 et	 moussantes	 des	
protéines	 de	 soja	 peuvent	 être	 améliorées	 par	 l’hydrolyse	 enzymatique	 jusqu’à	 un	 DH	 limité	
(jusqu’à	10	%).	En	effet,	les	peptides	obtenus	doivent	posséder	une	taille	suffisante	pour	former	
un	 film	stable	autour	des	gouttelettes	en	phase	dispersée.	Dans	 les	 travaux	de	Chabanon	et	al.	
[186],	une	réduction	de	 la	stabilité	émulsifiante	et	moussante	des	hydrolysats	de	protéines	de	
colza	est	observée	à	partir	d’un	DH	de	15	%	à	cause	de	la	présence	d’une	quantité	importante	de	
courtes	 chaînes	 de	 peptides,	 moins	 efficaces	 pour	 réduire	 la	 tension	 interfaciale.	 La	 même	
observation	concernant	la	capacité	d’absorption	des	protéines	hydrolysées	de	pois	chiche	sur	les	
gouttes	d’huile	est	constatée	par	Yust	et	al.	[187].	Dans	la	majorité	des	cas,	un	faible	DH	favorise	
l’exposition	 des	 parties	 non‐polaires	 des	 chaînes	 protéiques	 et	 leur	 association	 avec	 les	
groupements	hydrophobes	d’huile,	ce	qui	contribue	à	l’augmentation	de	la	capacité	d’absorption	
d’huile.	Cependant,	 l’augmentation	du	DH	conduit	 à	 la	diminution	de	 ces	propriétés.	Quelques	









































Soja	 Alcalase	 Obtention	de	peptides	avec	des	propriétés	immunomodulantes	 [195]	







Pour	 la	 formation	 de	 réseaux	 protéiques	 par	 réticulation,	 les	 agents	 réticulants	 sont	 le	
glutaraldéhyde,	 le	 glyceraldéhyde	 ou	 encore	 le	 génipine	 (agent	 réticulant	 naturel	 extrait	 du	
Gardenia)	 [197,198].	 L’inconvénient	 principal	 de	 ces	 substances	 reste	 leur	 toxicité	 élevée,	 qui	
limite	 les	champs	d’applications	potentielles.	Pour	cette	raison,	 les	réticulants	enzymatiques,	à	
faible	 coût	 et	 non	 toxiques,	 sont	 plus	 avantageux	 pour	 la	 réticulation	 des	 protéines.	 Ils	
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permettent	 d’effectuer	 la	 modification	 dans	 des	 conditions	 douces	 (basse	 température,	 pH	
neutre)	et	d’obtenir	une	large	gamme	de	taux	de	réticulation.	
La	 réticulation	 des	 protéines	 par	 la	 transglutaminase	 (TG)	 a	 été	 largement	 décrite	 dans	 la	
littérature	 [14,23,197,199‐210].	 Cette	 enzyme	 est	 utilisée	 pour	 catalyser	 la	 réticulation	 des	
chaînes	protéiques,	aussi	bien	d’origine	animale	que	végétale,	et	pour	modifier	leurs	propriétés	














soja,	 de	 pois,	 de	 riz	 et	 la	 gliadine	 du	 blé)	 par	 la	 transglutaminase	 [201,202,206,209,211,212].	
L’influence	 de	 la	 réticulation	 par	 transglutaminase	 sur	 la	 fonctionnalité	 de	 chacune	 de	 ces	
protéines	a	été	étudiée.	Les	résultats	obtenus	démontrent	que	la	création	de	liaisons	covalentes	
par	 réticulation	 de	 protéines	 permet	 d’obtenir	 des	 hydrogels	 avec	 une	 bonne	 viscoélasticité	
[198,201,204],	 une	 texture	 plus	 dense,	 une	 capacité	 gélifiante	 plus	 importante	 [209],	 une	
stabilité	thermique	améliorée	et	une	température	de	dénaturation	plus	élevée	par	rapport	aux	
protéines	natives	[205,206,211].		
La	 réticulation	 est	 parfois	 utilisée	 en	 combinaison	 avec	 d’autres	 modifications.	 Par	 exemple,	
Walsh	et	al.	[208]	ont	observé	une	amélioration	significative	de	la	solubilité	à	pH	entre	3,0	et	5,0	




Le	 résultat	 obtenu	 a	 été	 expliqué	 par	 le	 changement	 de	 la	 masse	 molaire	 des	 protéines.	 Par	
conséquent,	 les	 interactions	 électrostatiques	 entre	 les	 différents	 polypeptides	 de	 la	 protéine	
ainsi	 que	 leurs	 propriétés	 de	 surface	 sont	 affectées.	 Gan	 et	 al.	 [14]	 décrivent	 une	 autre	
combinaison	 de	modifications	:	 la	 réticulation	 par	 transglutaminase	 des	 chaînes	 protéiques	 et	
leur	 conjugaison	 par	 réaction	 de	 Maillard	 avec	 du	 ribose	 pour	 améliorer	 les	 propriétés	
mécaniques	 et	 la	 structure	 des	 gels	 préparés.	 Ils	 ont	 démontré	 que	 le	 traitement	 combiné	




La	 réaction	 de	 cationisation	 permet	 d’apporter	 des	 charges	 positives	 sur	 les	molécules	 par	 le	
greffage	de	groupements	 cationiques.	Une	 telle	 fonctionnalisation	permet	de	modifier	 le	point	
isoélectrique	des	protéines	et	donc	leur	solubilité	en	fonction	du	pH	et	leur	affinité	vis‐à‐vis	de	
substance	anionique.	Les	réactifs	cationiques	le	plus	souvent	utilisés	dans	la	littérature	pour	la	
cationisation	 des	 polymères	 possèdent	 une	 fonction	 ammonium	 quaternaire,	 par	 exemple	 le	
chlorure	 de	 3‐halo‐hydroxypropyltrialkyl‐ammonium,	 le	 chlorure	 de	 2,3‐
epoxypropyltrialkylammonium	et	le	chlorure	de	glycidyltrialkylammonuim	[213‐215].	
En	 ce	 qui	 concerne	 la	 cationisation	 de	 polymères	 naturels	 (protéines	 et	 polysaccharides),	 les	
molécules	utilisées	pour	cette	modification	doivent	posséder	deux	groupements	fonctionnels	:	le	
groupement	 réactif	 susceptible	 de	 réagir	 avec	 la	 macromolécule	 et	 la	 fonction	 cationique	
d’ammonium	 quaternaire	 [203].	 En	 milieu	 aqueux,	 les	 chaînes	 protéiques	 et	 celles	 des	








Chapitre I. Synthèse Bibliographique 
 
 55
Peu	 d’études	 décrivent	 la	 modification	 de	 molécules	 naturelles	 par	 cationisation.	 Parmi	 ces	
molécules,	 on	 trouve	 essentiellement	 des	 polysaccharides	 tels	 que	 le	 chitosane	 [216,217],	
l’agarose	 [218],	 le	 dextrane	 [214],	 le	 glucane	 [219]	 et	 l’amidon	 [215,220,221].	 Les	
polysaccharides	cationiques	sont	connus	pour	leur	hydrophilie,	leur	biodégradabilité,	leur	basse	
toxicité	 et	 leurs	 propriétés	 antibactériennes	 [219].	 Wang	 et	 Xie	 [220]	 ont	 démontré	 que	 la	
cationisation	favorise	la	rupture	des	liaisons	hydrogènes	intermoléculaires	et	intramoléculaires.	
Cependant,	elle	modifie	la	structure	cristalline	des	grains	de	polysaccharide	et	leur	morphologie	
[218].	 Channasanon	 et	al.	 [216]	 observent	 que	 l’attachement	 de	 l’ammonium	 quaternaire	 par	
cationisation	augmente	 l’activité	 antimicrobienne	et	 la	 solubilité	des	molécules	naturelles.	 Les	
polysaccharides	 cationisés	 trouvent	 leur	 utilisation	 dans	 divers	 domaines	:	 le	 traitement	 des	
eaux,	 la	 biologie	 moléculaire,	 l’industrie	 papetière,	 chimique,	 alimentaire,	 cosmétique,	
pharmaceutique,	pétrolière	et	l’industrie	textile	[218].	
Seulement	quelques	études	décrivent	 la	modification	des	protéines	par	 la	 cationisation.	Parmi	
elles,	un	brevet	de	Sarkar	et	Ramesh	[222]	qui	porte	sur	la	cationisation	des	protéines	de	soja.	
Les	 protéines	 de	 soja	 modifiées	 par	 cationisation	 peuvent	 trouver	 leur	 application	 comme	
coagulants	dans	l’industrie	papetière	et	le	traitement	des	eaux.	
La	 gélatine	 a	 également	 été	 étudiée	 en	 cationisation	 par	 Kiick‐Fischer	 et	 Tirrel	 [203]	 et	 par	
Zohuriaan‐Mehr	et	al.	 [210].	L’incorporation	du	groupement	positivement	 chargé	à	 la	 gélatine	
permet	 d’augmenter	 les	 répulsions	 électrostatiques	 entre	 les	 sites	 cationiques	 ajoutés.	
L’hydrophilie	de	la	protéine	augmente	et	par	conséquent	sa	solubilité	dans	l’eau.	De	plus,	le	gel	
obtenu	 avec	 les	 protéines	 modifiées	 retient	 une	 quantité	 d’eau	 plus	 importante	 car	 après	










coacervation	 simple	 ou	 complexe	 [16,104,227‐230].	 D’autres	 procédés	 comme	 l’encapsulation	
par	 gélification	 ou	 par	 évaporation	 de	 solvant	 peuvent	 également	 être	 envisagés	
[13,102,129,231,232].	 Mais,	 l’intérêt	 principal	 de	 l’utilisation	 des	 deux	 techniques	 citées	
précédemment	 avec	 des	 protéines	 végétales	 hydrosolubles	 est	 la	 possibilité	 d’envisager	 des	




conserver	 l’aspect	 "procédé	vert"	de	 la	microencapsulation	en	utilisant	 les	protéines	végétales	
en	tant	que	ressources	renouvelables	et	biodégradables.		
Ces	deux	procédés	permettent	d’obtenir	des	efficacités	de	microencapsulation	élevées	(jusqu’à	
100	 %).	 L’efficacité	 de	 microencapsulation	 (EME)	 est	 définie	 comme	 le	 rapport	 entre	 le	






de	 glycinine	 (11S	 globuline)	 a	 une	 masse	 d’environ	 350	kDa	 et	 la	 fraction	 de	 conglycine	 (7S	
globuline)	 a	 une	 masse	 autour	 de	 140‐180	kDa.	 Les	 protéines	 de	 soja	 isolées	 et	 purifiées	
présentent	 des	 propriétés	 fonctionnelles	 intéressantes,	 comme	 des	 propriétés	 gélifiantes,	
tensioactives	 et	 émulsifiantes	 [234].	 Ces	 propriétés	 ainsi	 que	 leur	 solubilité	 dépendent	
fortement	du	pH,	du	traitement	thermique,	de	la	présence	et	la	concentration	de	sels	ou	d’autres	




par	 différents	 auteurs	 (Tableau	 I	 ‐	 9).	 Ces	 protéines	 sont	 généralement	 utilisées	 comme	 seul	
matériau	 enrobant	 mais	 peuvent	 également	 être	 mélangées	 à	 des	 polysaccharides	
[12,18,233,234].	 La	 combinaison	 protéines/polysaccharides	 permet	 une	 meilleure	 protection,	
notamment	contre	l’oxydation	de	la	matière	active	[168].	Grace	à	l’hydrosolubilité	des	protéines	
de	 soja,	 les	 microparticules	 sont	 fréquemment	 préparées	 par	 la	 technique	 d’atomisation	














Procédé	 Matière	enrobante	 Matière	active	 Référence
Atomisation	 PS	 Huile	d’orange	 [15]	
Atomisation	 Mélange	des	protéines	et	des	polysaccharides	 Huile	de	poisson	 [168]	
Atomisation	 PS/sirop	de	glucose	 Stéarine,	huile	de	palme	 [169]	
Atomisation	 PS/maltodextrine	 Phospholipide	 [226]	
Atomisation	 PS	 Composées	aromatiques	 [12]	
Atomisation	 PS	 Hydrolysat	de	caséine	 [17]	
Atomisation	 PS/gélatine	 Hydrolysat	de	caséine	 [68]	
Atomisation	 PS	 Oléorésine	du	paprika	(colorant	alimentaire)	 [18]	
Coacervation	simple	 Glycinine	de	soja	 Hexadécane	 [16]	
Coacervation	simple	 PS	 Huile	de	poisson	 [69]	
Coacervation	complexe	 PS/dodécyle	sulfate	de	sodium	 Hexadécane	 [104]	
Coacervation	complexe	 PS/	pectine	 Hydrolysat	de	caséine	 [229]	
Coacervation	complexe	 PS/pectine	 Propolis	 [230]	
Coacervation	complexe	 PS/gomme	arabique	 Huile	d’orange	 [237]	
Gélification	 PS	 Riboflavine	 [13]	
	
I.3.1.1.	Microencapsulation	par	atomisation		
Dans	 le	 cas	 d’une	 émulsion	 huile	 dans	 eau,	 où	 la	 matière	 enrobante	 est	 représentée	 par	 des	
protéines	de	soja	ou	par	un	couple	protéine/polysaccharide,	une	étape	d’homogénéisation	sous	
pression	 est	 souvent	 effectuée	 afin	 de	 stabiliser	 l’émulsion	 avant	 de	 passer	 à	 l’étape	
d’atomisation	[15,18,168,169,226].	Yu	et	al.	[226]	remarquent	que	l’augmentation	de	la	pression	




gouttelettes	 d’huile	 et	 par	 des	 modifications	 structurales	 des	 protéines	 globulaires	 [238].	 Le	
déploiement	des	chaînes	protéiques	permet	 l’exposition	de	certains	acides	aminés	à	un	nouvel	
environnement.	 Les	 modifications	 principales	 ont	 lieu	 au	 niveau	 de	 la	 structure	 tertiaire	 et	
secondaire	 des	 protéines,	 ce	 qui	 influence	 le	 changement	 des	 propriétés	 de	 surface.	 Par	
conséquent,	 les	 protéines	 acquièrent	 des	 propriétés	 tensioactives	 plus	 importantes	 et	
s’accumulent	 facilement	 à	 l’interface	 huile‐eau	 créant	 ainsi	 une	 émulsion	 stable.	 La	 couche	
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2/1	 35	 1,52	 ‐	 [15]	
2/1	 35	 0,57±0,1	 ‐	 [168]	
1/1	 15	→	55	 ‐	 100	→	70	 [226]	
1/1	 18	→	35	 0,45	→ 0,32	 ‐	 [169]	
4/1	 30	 1,05±0,66	 ‐	 [18]	
	








Du	point	de	vue	du	procédé,	 la	hausse	de	 la	 température	de	séchage	de	 la	 formulation	 liquide	
permet	 également	d’augmenter	 la	 vitesse	de	 formation	du	 film	autour	de	 la	matière	 active	 en	
limitant	son	relargage	anticipé	et	ainsi	d’améliorer	l’efficacité	de	microencapsulation	[18].		
Dans	 les	 différentes	 études,	 il	 a	 été	 démontré	 que	 l’efficacité	 du	 procédé	 est	 dépendante	 de	
plusieurs	 paramètres	 tels	 que	 la	 nature	 des	 matières	 utilisées,	 les	 conditions	 d’atomisation,	
comme	 par	 exemple	 la	 concentration	 en	 matière	 sèche	 de	 la	 formulation	 liquide	 et	 les	
températures	d’entrée	et	de	sortie	d’atomiseur.	En	effet,	pendant	le	séchage	par	atomisation,	les	
préparations	 liquides	 peuvent	 être	 soumises	 à	 une	 température	 élevée	 (150‐180	°C),	 ce	 qui	













nombreux	paramètres	 tels	 que	 la	 concentration	 en	matière	 active	 et	 en	matière	 enrobante,	 la	
température	ou	encore	 le	pH	du	milieu.	Quand	 la	concentration	de	matière	active	hydrophobe	
dépasse	 50	%	 w/w,	 une	 baisse	 de	 l’efficacité	 du	 procédé	 est	 généralement	 observée	
[16,169,229,237].	 Ce	 phénomène	 est	 particulièrement	 bien	 illustré	 dans	 le	 travail	 de	
Mendanha	et	al.	[229]	où	il	est	constaté	qu’une	variation	du	ratio	matière	enrobante	(protéines	
de	soja	et	pectine)/matière	active	 (hydrolysat	de	caséine)	de	1/1	à	1/3	diminue	 l’efficacité	de	
microencapsulation	 de	 91,6	%	 à	 78,8	%.	 Jun‐xia	 et	 al.	 [237]	 justifient	 cette	 tendance	 par	 une	
émulsification	incomplète	après	l’addition	d’excès	de	matière	hydrophobe	dans	le	système.	Cela	
affecterait	 alors	 les	 interactions	 électrostatiques	 entre	 les	 protéines	 de	 soja	 et	 les	
polysaccharides,	provoquant	la	déstabilisation	de	l’émulsion.	
Lazko	et	al.	 [16]	démontrent	que	 la	 concentration	en	protéines	de	 soja	 (en	 tant	que	matériau	
enrobant)	 pendant	 l’étape	 d’émulsification	 est	 aussi	 en	 forte	 corrélation	 avec	 la	 stabilité	 et	 la	
taille	 des	 coacervats.	 Cela	 peut	 être	 expliqué	 par	 l’introduction	 d’un	 nouveau	 paramètre	 –	 la	
surface	spécifique	–	qui	est	inversement	proportionnelle	au	diamètre	des	gouttelettes	d’huile.	En	
effet,	 grâce	 aux	 propriétés	 tensioactives	 des	 protéines,	 l’augmentation	 de	 leur	 concentration	
dans	 le	 milieu	 favorise	 l’augmentation	 de	 la	 surface	 spécifique	 des	 gouttelettes	 améliorant	
l’absorption	 des	 protéines	 à	 l’interface	 l’huile/eau	 et	 par	 conséquent	 la	 résistance	 des	
gouttelettes	à	la	coalescence.	Ainsi,	la	taille	moyenne	des	coacervats	(généralement	mesurée	par	
granulométrie)	 diminue.	 D’autre	 part,	 Lazko	 et	 al.	 [16]	 ont	 également	 démontré	 que	 la	














5	 8	 25	 ‐	 6,4	 ‐	
0,5	 2	 55	 0,2	 58	 153	
1,25	 2	 55	 0,25	 65	 125	
5	 2	 55	 0,35	 100	 87	
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Ces	 auteurs	 [16]	 ont	 mis	 en	 évidence	 que	 la	 microencapsulation	 par	 coacervation	 est	 plus	
efficace	pour	les	pH	acides	et	les	températures	élevées	(pH	2	et	55	°C	respectivement).	Un	milieu	
acide	 favorise	 la	 dénaturation	 des	 protéines	 globulaires	 11S	 ce	 qui	 se	 caractérise	 par	 la	
déformation	 de	 leur	 structure	 quaternaire	 vers	 les	 structures	 tertiaire	 et	 secondaire.	
L’accessibilité	 globale	 des	 sites	 hydrophobes	 à	 l’intérieur	 des	 formations	 globulaires	 est	
améliorée	par	ce	changement	de	la	structure	[239,240].	A	pH	inférieur	au	point	isoélectrique,	les	
fonctions	 COO‐	 de	 la	 protéine	 se	 transforment	 en	 groupements	 COOH	 non	 chargés	 et	
l’hydrophilie	 de	 la	 macromolécule	 diminue.	 Un	 milieu	 acide	 favorise	 donc	 l’affinité	 entre	 les	
protéines	 et	 la	 matière	 active	 hydrophobe	 au	 sein	 des	 émulsions,	 ce	 qui	 se	 traduit	 par	 une	
meilleure	efficacité	d’encapsulation	par	coacervation.	
Lorsque	la	microencapsulation	d’une	matière	active	est	effectuée	par	coacervation,	une	étape	de	
réticulation	 est	 souvent	utile	 en	 fin	de	procédé,	 principalement	pour	 renforcer	 l’enrobage	des	
microcapsules.	 Cette	 étape	 supplémentaire	 n’affecte	 pas	 l’efficacité	 de	 la	 précipitation	 des	
protéines	autour	des	gouttelettes	contenant	la	matière	active,	mais	joue	un	rôle	important	sur	la	
dispersion	et	la	taille	des	microcapsules,	particulièrement	dans	le	cas	d’une	agitation	prolongée.	










et	 de	pouvoir	 les	 incorporer	dans	 les	produits	 alimentaires,	 leurs	microencapsulation	par	des	
protéines	de	soja	a	été	effectuée	par	atomisation	 [17,68]	et	coacervation	 [229].	Durant	 l’étape	









de	 calcium),	 afin	 d’élaborer	 des	 nouveaux	 systèmes	 à	 libération	 contrôlée	 pour	 des	 produits	
nutraceutiques	(riboflavine).	Les	microparticules	obtenues	ont	une	morphologie	sphérique	et	un	
diamètre	d’environ	15	µm.	Une	efficacité	de	microencapsulation	élevée	(79‐88	%)	a	été	obtenue	
à	 température	 ambiante	 sans	 ajout	 d’agent	 réticulant,	 ce	 qui	 est	 particulièrement	 intéressant	
pour	de	nombreuses	applications,	notamment	dans	l’industrie	alimentaire	et	pharmaceutique.	
Ainsi,	des	nombreuses	études	ont	prouvé	que	les	protéines	de	soja	étaient	tout	à	fait	adaptées	à	
la	 microencapsulation,	 tant	 par	 coacervation	 que	 par	 atomisation.	 Dans	 le	 cas	 de	 des	 deux	
techniques,	des	paramètres	spécifiques,	et	particulièrement	la	concentration	en	matière	active,	




que	 les	 propriétés	 de	 libération	 de	 la	 matière	 active	 et	 leur	 taille	:	 le	 diamètre	 moyen	 des	
sphères	obtenues	par	coacervation	est	généralement	plus	élevé	et	peut	atteindre	100	µm,	alors	




Les	 protéines	 de	 pois	 sont	 extraites	 des	 graines	 où	 elles	 sont	présentes	 à	 des	 taux	 variant	 de	
20	%	à	30	%.	Elles	sont	principalement	constituées	de	globulines	(65‐80	%)	et	de	deux	fractions	
minoritaires,	 les	albumines	et	 les	glutélines.	Les	globulines	sont	constituées	de	 trois	protéines	
différentes	–	légumine,	viciline	et	conviciline	[241].	La	légumine	de	pois	représente	une	fraction	
des	 globulines	 11S	 avec	 une	masse	molaire	 comprise	 entre	 350	kDa	 et	 400	kDa,	 alors	 que	 la	
viciline	 et	 la	 conviciline	 représentent	 la	 fraction	 des	 globulines	 7S	 avec	 une	masse	 autour	 de	
150	kDa.		
Les	extraits	protéiques	de	pois	possèdent	des	propriétés	gélifiantes	[242]	et	interfaciales	[243].	
Cependant,	 dans	 les	 études	 traitant	 de	 microencapsulation,	 ces	 dernières	 sont	 généralement	
associées	 à	 des	 polysaccharides	 [84,101,223,224,227].	 En	 effet,	 les	 interactions	
polysaccharides/protéines	 permettent	 l’amélioration	 de	 certaines	 propriétés	 fonctionnelles,	
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Atomisation	 Concentrats	de	protéines	de	pois	 Maltodextrine	 1/1	
Acide	
ascorbique	 [84]	
Atomisation	 Isolats	de	protéines	de	pois	 Maltodextrine	 1/1	
‐
tocophérol	 [224]	










Plusieurs	 études	 traitent	 de	 l’utilisation	 des	 protéines	 de	 pois	 en	 microencapsulation	 par	























Protéines	de	pois	 ‐tocopherol	 2,2	 86,8	 28	
Protéines	de	pois/	
maltodextrine	 ‐tocopherol	 3,5	 77,8	 25	
[224]	
	
L’intérêt	 d’utiliser	 des	 mélanges	 protéine/polysaccharide	 est	 de	 combiner	 les	 propriétés	
spécifiques	 de	 chacun	 de	 ces	 polymères.	 Les	 polysaccharides	 possèdent	 de	 faibles	 propriétés	
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émulsifiantes	 par	 rapport	 aux	 protéines	 et	 sont	 généralement	 utilisés	 comme	 matériaux	
enrobants	en	présence	d’agents	émulsifiants.		
L’incorporation	de	polysaccharides	dans	le	matériau	enrobant	permet	une	meilleure	protection	
des	 ingrédients	 actifs	 contre	 l’oxydation	 et	 une	 amélioration	 de	 la	 stabilité	 d’émulsion	 [71].	
Gharsallaoui	 et	 al.	 [101]	 remarquent	 que	 dans	 les	 mélanges	 protéine/polysaccharide,	 les	




mélange	 protéine	 de	 pois/polysaccharide.	 Ces	 résultats	 sont	 expliqués	 par	 la	 présence	
d’interactions	 électrostatiques	 sensiblement	 plus	 fortes	 entre	 protéines	 et	matière	 active	 que	









des	 polysaccharides	 sont	 efficaces	 en	microencapsulation	 des	matériaux	 hydrosolubles	 (acide	










1	g/L	et	10	g/L	respectivement.	 Inversement,	Lazko	et	al.	 [16]	observent	une	diminution	de	 la	
taille	des	coacervats	de	153	µm	à	88	µm	avec	la	hausse	de	la	concentration	de	matériau	enrobant	
(glycinine	de	soja)	de	0,5	g/L	à	5	g/L	respectivement.	Ce	désaccord	dans	 les	 résultats	obtenus	
dans	 deux	 études	 peut	 être	 attribué	 à	 la	 différence	 des	 conditions	 d’encapsulation	 par	





l’agglomération	 et	 la	 coalescence	 des	 coacervats,	 et	 donc	 l’augmentation	 de	 leur	 taille	 [244].	
Alors	que	dans	le	cas	des	protéines	de	soja,	la	technique	de	coacervation	simple	est	utilisée.	La	
concentration	 plus	 élevée	 de	 la	 protéine	 avec	 des	 propriétés	 tensioactives	 dans	 l’émulsion	
permet	 une	meilleure	 résistance	 des	 coacervats	 contre	 la	 coalescence.	 De	 plus,	 les	 conditions	
opératoires	ne	sont	pas	exactement	les	mêmes	dans	les	deux	cas.	Par	exemple,	la	température	de	
30	°C	 et	 de	 55	°C,	 le	 pH	 de	 3,5	 et	 de	 2,0,	 l’agitation	 mécanique	 à	 500	tr/min	 et	 l’agitation	
magnétique	à	600	tr/min	sont	utilisés	dans	le	cas	de	préparations	à	base	de	protéines	de	pois	et	
de	protéines	de	soja	respectivement.	
Il	 semble	 également	 possible	 de	 préparer	 des	 microparticules	 à	 partir	 d’une	 fraction	 de	
protéines	 de	 pois	 (légumine	 [98]	 ou	 viciline	 [102,245]),	 sans	 ajout	 de	 polysaccharide,	 pour	
enrober	une	matière	active.	Dans	ces	 travaux,	 les	microparticules	de	 légumine	ou	viciline	sont	
préparées	 par	 coacervation	 simple.	 En	 ce	 qui	 concerne	 la	 distribution	 des	 tailles	 pour	 les	
particules	obtenues,	elles	sont	comprises	entre	0,3	µm	et	0,9	µm.		





Les	 propriétés	 émulsifiantes	 des	 protéines	 de	 pois	 permettent	 également	 d’envisager	 son	
utilisation	 comme	 additif	 aidant	 à	 mieux	 stabiliser	 une	 émulsion	 par	 rapport	 au	 matériau	
enrobant	 seul	 [246].	 Dans	 les	 travaux	 de	 Gharsallaoui	 et	 al.	 [101],	 la	 protéine	 de	 pois	 a	 été	
utilisée	en	faible	quantité	(0,25	%	w/w)	pour	la	préparation	d’une	émulsion	d’huile	dans	l’eau.	
La	protéine	de	pois	a	été	ajoutée	à	un	mélange	de	polysaccharides	(pectine/maltodextrine)	pour	







petite	 quantité	 de	 protéines	 permet	 de	 stabiliser	 les	 émulsions	 et	 de	 les	 protéger	 contre	 la	
coalescence,	les	variations	en	température	et	pH.	
	








de	 blé	 après	 l’extraction	 de	 l’amidon.	 Le	 gluten	 est	 un	 mélange	 complexe	 composé	
majoritairement	de	protéines	et	d’une	faible	fraction	de	polysaccharides	(autour	de	20	%).	Les	
protéines	du	gluten	sont	constituées	de	la	gliadine	et	 la	gluténine.	La	gliadine	est	composée	de	
chaînes	polypeptidiques	 simples,	 stabilisées	par	des	ponts	disulfures.	Elle	 est	 soluble	dans	 les	




Le	 gluten	 représente	 environ	 80	%	des	 protéines	 contenues	 dans	 les	 graines	 du	 blé,	 son	 taux	
joue	un	rôle	important	dans	la	qualité	de	la	farine	(mélange	d’amidon	et	de	gluten)	[249].	Il	est	
utilisé	 essentiellement	 dans	 l’alimentation	humaine	 et	 animale.	 La	 pauvre	 solubilité	 du	 gluten	
dans	 l’eau	 favorise	 les	 applications	 dans	 le	 domaine	 de	 la	 boulangerie.	 Par	 contre	 les	
applications	de	gluten	dans	les	autres	domaines,	notamment	en	cosmétique	et	pharmacie,	sont	
limitées	à	cause	de	son	insolubilité.	
Le	 gluten	 de	 blé	 est	 la	 protéine	 de	 céréale	 la	 plus	 étudiée	 dans	 la	 microencapsulation	
[74,102,227,228,250,251].	 Sa	 faible	 solubilité	 dans	 l’eau	 et	 sa	 viscoélasticité	 apportent	 à	 ce	




l’utilisation	 des	 autres	 protéines	 de	 céréales	 en	 tant	 que	 matériau	 enrobant,	 notamment	 les	
protéines	 d’orge	 et	 la	 zéine	 de	maïs	 [103,225,231,232,253].	 Les	 protéines	 d’orge	 étudiées	 en	
encapsulation	 par	 Wang	 et	 al.	 [103,225]	 sont	 composées	 de	 deux	 fractions	 majoritaires	:	 la	
glutéline	 et	 la	 hordéine.	 Ces	 protéines	 possèdent	 d’excellentes	 propriétés	 gélifiantes	 et	










Procédé	 Matière	enrobante	 Matière	active	 Référence	
Atomisation	 Gliadine	de	blé,										zéine	du	maïs	 Acide	linoléique	 [251]	
Atomisation	 Protéines	de	l’orge	 Huile	de	poisson,	‐carotène	 [103,225]	
Coacervation	simple	 Gluten/caséine	 Pyrrolnitrine	 [74]	
Coacervation	simple	 Gliadine	de	blé	 Hexadécane	 [228]	
Coacervation	complexe	 Gliadine	de	blé/							gomme	arabique	 Huile	de	vaseline	 [227,250]	







Séparation	des	phases	 Zéine	de	maïs	 Huiles	essentielles	 [231]	
Procédé	basé	sur	CO2	
supercritique	 Zéine	de	maïs	 Lysozyme	 [253]	
Précipitation	par		anti‐
solvant	 Zéine	de	maïs	 Quercétine	 [232]	
	
I.3.3.1.	Microencapsulation	par	coacervation	
Ducel	 et	 al.	 [250]	 ont	 étudié	 l’encapsulation	 de	 la	 vaseline	 avec	 le	 mélange	 gliadine/gomme	
arabique	 par	 la	 coacervation	 complexe	 en	 se	 focalisant	 sur	 l’influence	 de	 la	 concentration	 en	
protéines	 et	 du	 pH	 du	 milieu	 sur	 les	 propriétés	 des	 microcapsules.	 La	 taille	 des	 coacervats	
double	de	25	µm	à	50	µm	quand	le	pH	augmente	de	3,0	à	3,5	respectivement.	Ils	notent	qu’à	pH	
plus	 acide,	 la	 viscoélasticité	 des	 protéines	 augmente,	 leur	 répartition	 à	 la	 surface	 des	
gouttelettes	est	plus	homogène	et	la	coalescence	est	moins	importante.	Le	pH	3,5	est	plus	proche	
du	 point	 isoélectrique	 des	 protéines	 de	 pois	 (pI	 4,5‐5,0),	 la	 solubilité	 des	 protéines	 est	 plus	













Seulement	 quelques	 études	 reportent	 l’utilisation	 des	 protéines	 de	 céréales	 comme	matériau	
enrobant	en	microencapsulation	par	atomisation.	Iwami	et	al.	[251]	étudient	l’encapsulation	de	
l’acide	 linoléique	 par	 la	 gliadine	 de	 blé	 afin	 d’améliorer	 sa	 stabilité	 et	 digestibilité	 pour	 des	
applications	alimentaires.	Wang	et	al.	[103]	utilisent	les	protéines	d’orge	pour	encapsuler	l’huile	
de	 poisson	 par	 la	 technique	 d’atomisation	 à	 150	°C.	 Ils	 obtiennent	 des	 valeurs	 d’efficacité	 de	





médicament	 (diltiazem)	 et	 l’influence	 de	 l’addition	 des	 faibles	 quantités	 de	 poly(oxyde	
d’éthylène)	 (POE)	 sur	 les	 propriétés	 des	 microparticules.	 Des	 particules	 parfaitement	
sphériques	 avec	 la	morphologie	 poreuse	 d’un	 diamètre	moyen	 entre	 10	µm	 et	 20	µm	 ont	 été	
obtenues	 par	 le	 procédé	 d’évaporation	 de	 solvant.	 Il	 a	 été	 démontré	 que	 l’ajout	 d’une	 faible	
quantité	 (5	%)	 de	 POE	 dans	 la	 préparation	 permet	 d’améliorer	 l’efficacité	 de	 la	
microencapsulation	 par	 le	 gluten	 de	 73	%	 à	 97	%.	 En	 effet,	 la	 porosité,	 et	 donc	 la	 surface	
spécifique,	des	microparticules	 avec	 le	POE	est	plus	 importante,	 ce	qui	 favorise	une	meilleure	
incorporation	 de	 la	 matière	 active.	 Il	 a	 été	 également	 observé	 que	 la	 porosité	 des	
microparticules	dépend	de	la	quantité	du	POE	ajouté,	ce	qui	peut	permettre	une	modulation	de	
la	libération	de	la	matière	active.	
Dans	 les	 travaux	 d’Ezpeleta	 et	 al.	 [102],	 la	 technique	 d’évaporation	 de	 solvant	 a	 été	 utilisée	
également	pour	préparer	des	microparticules	à	base	de	gliadine	de	blé.	L’influence	du	solvant	








sur	 le	CO2	supercritique	a	été	étudiée	par	Zhong	et	al.	 [253].	Les	microparticules	avec	 la	 taille	
variant	 de	 quelques	 µm	 à	 50	µm	 et	 une	 efficacité	 de	 microencapsulation	 de	 46,5	%	 sont	
obtenues.	 Les	 cinétiques	 de	 libération	 de	 la	 matière	 active	 montrent	 un	 bon	 potentiel	
d’utilisation	des	particules	produites	pour	des	applications	alimentaires.	




D’autres	protéines	d’origine	végétale,	 comme	 les	protéines	de	riz,	 les	protéines	d’avoine	et	 les	
protéines	 de	 tournesol,	 présentent	 des	 caractéristiques	 intéressantes	 et	 un	 potentiel	
d’utilisation	comme	matière	enrobante	en	microencapsulation.	















sont	 étudiées	pour	 la	production	de	 l’amidon,	 de	 glutamate	monosodique,	 des	pigments	 et	 de	
l’alcool	de	riz.	Ainsi,	les	protéines	de	riz	représentent	un	coproduit	additionnel	à	explorer	[261].	
En	ayant	recours	à	l'extraction	séquentielle	des	protéines,	la	répartition	moyenne	des	fractions	
suivante	 est	 obtenue	:	 9	%	 de	 prolamine,	 84	%	 de	 glutéline,	 7	%	 d'albumine	 et	 de	 globuline.	
Chandi	et	Sogi	[262]	ont	étudié	les	propriétés	fonctionnelles	de	protéines	de	riz.	Ils	démontrent	
que	le	concentrat	protéique	de	55	%	a	:	
















Les	protéines	de	 riz	 s’associent	 aux	polysaccharides	 (alginate	 et	 carragenane)	 en	 formant	des	









sa	 teneur	 élevée	 en	 protéines	 et	 en	 acides	 gras.	 La	 fraction	 des	 protéines	 du	 grain	 d'avoine	
s'étend	 de	 12	%	 à	 24	%,	 la	 plus	 élevée	 parmi	 les	 céréales	 [265].	 La	 protéine	 d’avoine	 est	
considérée	 comme	 étant	 de	 bonne	 qualité	 alimentaire	 puisqu’elle	 contient	 plusieurs	 acides	
aminés	essentiels,	ce	qui	est	attribué	à	la	présence	d’une	fraction	importante	d’albumines	et	de	
globulines	 par	 rapport	 aux	 autres	 protéines	 issues	 des	 céréales.	 La	 globuline	 représente	 la	
majeure	partie	des	protéines	d’avoine,	autour	de	70	‐	80	%.	Les	protéines	concentrées	d’avoine	
ont	une	faible	solubilité	et	des	propriétés	fonctionnelles	pauvres.	Pour	améliorer	les	propriétés	
physico‐chimiques,	 l’hydrolyse	 enzymatique	 [266],	 l’acétylation	 et	 la	 succinylation	 [267]	
peuvent	 être	 réalisées.	 Il	 a	 été	 démontré	 que	 ces	 modifications	 chimiques	 permettent	
d’augmenter	la	solubilité,	ainsi	que	les	capacités	émulsifiante	et	moussante	des	protéines.		
Malgré	quelques	inconvénients,	l’utilisation	des	protéines	d’avoine	dans	le	domaine	alimentaire	









essentiellement	 des	 protéines	 de	 réserve	 contenues	 dans	 l’amande	 de	 la	 graine	 dans	 laquelle	











En	 terme	de	coefficient	de	sédimentation,	 les	protéines	de	 tournesol	possèdent	deux	 fractions	
majeures	:	 la	 fraction	 des	 globulines	 11S	 (hélianthinine)	 et	 la	 fraction	 des	 albumines	 2S.	
L’hélianthinine	possède	une	masse	molaire	variant	entre	300	kDa	et	350	kDa	et	une	 structure	
hexamérique	qui	peut	être	modifiée	sous	action	de	la	température,	de	pH	et	de	la	force	ionique	
du	milieu.	 Les	 globulines,	 fraction	 principale	 des	 protéines	 de	 tournesol,	 sont	 constituées	 de	
deux	 sous‐fractions	:	 les	 polypeptides	 basiques	 d’une	 masse	 de	 21‐27	kDa	 (pI	 6,8‐8)	 et	 les	
polypeptides	 acides	 d’une	 masse	 de	 32‐44	kDa	 (pI	 5,2‐5,4)	 [269].	 Ces	 deux	 types	 de	
polypeptides	 sont	 liés	 entre	 eux	par	 des	 ponts	 disulfures.	 La	 solubilité	 des	 globulines	 dépend	




Les	 propriétés	 physico‐chimiques	 des	 protéines	 de	 tournesol	 sont	 étudiées	 par	 plusieurs	
auteurs	 [19,270,271].	 La	 revue	 de	 Gonzalez‐Perez	 et	 Vereijken	 [19]	 illustre	 que	 la	 capacité	
émulsifiante	des	protéines	de	tournesol	est	plus	importante	ou	similaire	à	celle	des	protéines	de	
soja.	 Ils	 en	 déduisent	 les	 conclusions	 suivantes	 concernant	 les	 propriétés	 émulsifiantes	 de	
protéines	de	tournesol	:	








Ainsi	 la	capacité	émulsifiante	des	protéines	de	tournesol	modifiées	devient	plus	 faible,	mais	 la	
stabilité	de	la	préparation	dans	le	temps	augmente.	
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En	 ce	 qui	 concerne	 les	 propriétés	 moussantes,	 les	 protéines	 de	 tournesol	 ont	 une	 capacité	
moussante	 aussi	 élevée	 que	 les	 protéines	 de	 soja	 [19].	 Les	 mousses	 à	 base	 de	 protéines	 de	
tournesol	restent	stables	dans	le	temps	à	pH	acide	et	à	concentration	importante	(5‐10	%	w/w).	
L’hydrolyse	 enzymatique	de	protéines	de	 tournesol	 conduit	 à	 l’amélioration	de	 ses	propriétés	
fonctionnelles	et	 à	 l’introduction	de	nouvelles	applications	 intéressantes.	Martinez	et	al.	 [196]	
observent	une	augmentation	de	 la	capacité	moussante	des	protéines	de	 tournesol	hydrolysées	
(DH	de	1,5	%)	par	rapport	aux	protéines	non	modifiées.	
L’utilisation	de	protéines	de	tournesol	dans	 l’alimentation	humaine	est	 limitée	par	 la	présence	
de	composés	phénoliques,	principalement	des	acides	chlorogénique	et	 caféique.	Ces	 composés	
affectent	 les	 qualités	 nutritives	 des	 protéines	 telles	 que	 la	 digestibilité	 et	 les	 propriétés	
organoleptiques.	Ces	dernières	années,	les	chercheurs	s’intéressent	à	une	méthode	d’extraction	
























Ce	 chapitre	 bibliographique	 est	 composé	 de	 trois	 parties.	 La	 première,	 relative	 à	 la	
microencapsulation,	 consiste	 en	 une	 brève	 description	 des	 différents	 procédés	 et	 matériaux	
permettant	 d’obtenir	 des	 microparticules	 individualisées	 chargées	 en	 différentes	 matières	
actives,	ainsi	que	des	principaux	matériaux	enrobants.	
La	 deuxième	 partie	 traite	 des	 protéines	 végétales	 et	 plus	 particulièrement	 des	 modifications	
chimiques	 et	 enzymatiques	 qui	 peuvent	 permettre	 de	 moduler	 certaines	 de	 leurs	 propriétés	
fonctionnelles.	Les	différentes	études	recensées	ont	démontré	l’influence	de	modification	telles	




les	 protéines	 de	 céréales	 ont	 été	 particulièrement	 étudiées	 pour	 la	 microencapsulation	 de	
différentes	matières	actives	hydrophiles	et	hydrophobes.	Les	techniques	généralement	utilisées	
pour	 la	préparation	des	microparticules	 à	 base	de	protéines	 végétales	 sont	 l’atomisation	 et	 la	
coacervation.	
Dans	ce	chapitre,	il	est	également	fait	état	d’autres	protéines	végétales,	telles	que	les	protéines	





protéines	 d’origine	 animale.	 Ces	 polymères	 naturels,	 hydrosolubles,	 biodégradables,	
biocompatibles	 et	 peu	 coûteux	 ont	 une	 grande	 diversité	 de	 propriétés	 physico‐chimiques	 et	
fonctionnelles,	 qui	 permettent	 leur	 utilisation	 en	 tant	 que	 des	 matériaux	 enrobants	 en	





La	 partie	 principale	 de	 ce	 travail	 consiste	 en	 la	 modification	 des	 protéines	 végétales	 par	























Protéines Végétales : 



















Les	 protéines	 de	 soja	 possèdent	 des	 propriétés	 fonctionnelles	 intéressantes,	 telles	 que	 des	
capacités	 émulsifiante	 et	 moussante,	 une	 bonne	 solubilité	 et	 des	 propriétés	 gélifiantes	 [274‐
276].	 Ces	 protéines	 sont	 actuellement	 utilisées	 en	 microencapsulation,	 en	 particulier	 dans	 le	
domaine	de	 l’alimentation.	Dans	cette	partie	du	travail,	 l’extrait	protéique	de	soja	nous	servira	
de	protéine	de	référence.	
Les	 protéines	 de	 tournesol	 sont	 également	 connues	 pour	 leurs	 nombreuses	 propriétés	
fonctionnelles,	 comparables	 à	 celles	 des	 protéines	 de	 soja	 [19,270,271].	 Mais,	 au	 jour	




Dans	 un	 premier	 temps,	 nous	 avons	 caractérisé	 les	 propriétés	 des	 deux	 extraits	 protéiques	
végétaux	 choisis.	 En	 effet,	 la	 composition,	 les	 différentes	 structures	 et	 groupes	 fonctionnels	
présents	 dans	 les	 extraits	 protéiques	 joueront	 un	 rôle	 important	 dans	 leur	 comportement	 en	
microencapsulation.	La	solubilité,	la	composition	en	différents	constituants	et	en	acides	aminés,	
ainsi	que	le	fractionnement	par	la	méthode	d’Osborne	et	la	technique	AsFlFFF	sont	évalués.	
Dans	 une	 seconde	 partie,	 les	 extraits	 protéiques	 de	 soja	 et	 de	 tournesol	 sont	 étudiés	 comme	
















cultivée	 en	 Asie	 depuis	 plusieurs	 milliers	 d’années,	 mais	 ce	 n’est	 qu’à	 partir	 du	 18ème	 siècle	
qu’elle	a	été	connue	en	Europe,	en	Amérique	et	en	Afrique.	Le	soja	est	largement	cultivé	pour	ses	
graines	 oléo‐protéagineuses	 riches	 en	 huile	 et	 en	 protéines.	 Aujourd’hui,	 l’huile	 de	 soja	 (avec	
l’huile	de	palme)	est	 l’une	des	huiles	 les	plus	consommées	au	monde,	 loin	devant	 les	huiles	de	
colza,	 de	 tournesol	 et	 d’olive.	 La	 matière	 farineuse	 obtenue	 après	 l’extraction	 de	 l’huile	 est	
principalement	 employée	 pour	 l’alimentation	 animale.	 Depuis	 quelques	 dizaines	 d’années,	
l’extrait	 protéique	de	 soja	produit	 à	 partir	 de	 cette	 farine	 est	 largement	 utilisé	 comme	additif	
dans	l’alimentation	humaine,	notamment	dans	les	régimes	végétariens.	
La	production	mondiale	des	graines	de	soja	augmente	de	4,6	%	chaque	année	depuis	1961.	Elle	a	
atteint	 258,4	 millions	 de	 tonnes	 en	 2010	 [277,278].	 Les	 producteurs	 les	 plus	 importants	
(fournisseurs	de	85‐90	%	de	toute	la	production	mondiale)	sont	les	Etas‐Unis,	l’Amérique	Latine	
et	 la	 Chine.	 En	 France,	 le	 soja	 est	 peu	 cultivé	 (environ	 150	000	 tonnes	 par	 an)	 et	 est	 utilisé	
majoritairement	pour	l’alimentation	animale.		
Les	graines	de	soja	sont	constituées	d’environ	35‐45	%	de	protéines,	15‐22	%	d’huile,	10‐18	%	
de	polysaccharides,	 8‐15	%	de	 fibres	 et	 de	matières	minérales	 [279‐281].	 La	 farine	 récupérée	
après	extraction	de	l’huile	est	très	riche	en	matière	protéique.	Elle	peut	être	facilement	purifiée	
en	quelques	étapes	(solubilisation	→	séparation	des	fibres	par	décantation	→	précipitation	à	pH	








pays	 producteurs	 sont	 l’Ukraine	 (22,5	%	 de	 la	 production	 mondiale),	 les	 pays	 de	 l’Union	
Européenne	(21,9	%),	 la	Russie	(17,7	%)	et	 l’Argentine	(10,8	%)	[282].	L’huile	extraite	à	partir	
des	graines	de	tournesol	est	l’huile	végétale	la	plus	consommée	en	Europe	après	celle	de	colza.	
Les	 tourteaux	obtenus	après	extraction	de	 la	matière	 lipidique	sont	essentiellement	destinés	à	
l’alimentation	animale.	Ils	représentent	environ	4	%	des	tourteaux	utilisés	dans	le	monde	et	sont	
largement	dominés	par	les	farines	de	soja	(60	%	d’utilisation	mondiale	des	tourteaux	végétaux).	
La	 valorisation	 des	 tourteaux	 de	 tournesol	 dans	 les	 produits	 de	 consommation	 humaine	 est	
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actuellement	 empêchée	 par	 la	 présence	 des	 composés	 phénoliques,	 notamment	 l’acide	
chlorogénique	 et	 l’acide	 caféique.	 Ces	 composés	 influencent	 la	 détérioration	 des	 propriétés	
fonctionnelles	 des	 protéines	 extraites	 à	 partir	 des	 tourteaux	 et	 leur	 apportent	 une	 couleur	
foncée.	 Néanmoins,	 des	 études	 publiées	 récemment	 présentent	 des	 procédés	 d’extraction	
permettant	 l’obtention	 de	 protéines	 de	 bonne	 qualité	 avec	 un	 faible	 taux	 en	 composés	
phénoliques	[272,273].	
Le	pressage	de	la	graine	de	tournesol	conduit	à	la	production	de	l’huile	(40‐45	%	de	la	graine)	et	
de	 tourteaux.	 Ces	 derniers	 sont	 constitués	 majoritairement	 de	 protéines	 (35‐45	%),	
polysaccharides,	 fibres	 et	 matières	 minérales.	 La	 graine	 de	 tournesol	 est	 moins	 riche	 en	
protéines	 que	 celle	 de	 soja,	 mais	 contient	 plus	 de	 lipides,	 alors	 que	 les	 autres	 composés	
minoritaires	sont	présents	dans	les	deux	végétaux	en	quantité	similaire.	
Malgré	une	demande	croissante	en	huiles	végétales,	la	filière	du	tournesol,	produisant	à	l’échelle	
industrielle	 uniquement	 de	 l’huile,	 est	 fragilisée	 par	 la	 concurrence	 d’autres	 cultures	
oléagineuses,	 notamment	 le	 colza	 et	 le	 soja.	 Pourtant,	 le	 développement,	 la	 valorisation	 des	










le	 Paragraphe	 IV.2.1.1.	 Les	 résultats	 montrent	 une	 différence	 de	 concentration	 protéique	 de	
presque	10	points	entre	les	deux	extraits	(82,3	%	pour	l’extrait	de	soja	et	73,5	%	pour	l’extrait	
de	tournesol).	
Cette	 différence	 est	 probablement	 liée	 à	 la	 composition	 des	 graines	 initiales,	 mais	 aussi	 et	
surtout	au	mode	d’extraction	et	de	purification	des	extraits	protéiques.	L’isolat	protéique	de	soja	
étudié	dans	ce	projet	a	été	acheté	dans	la	grande	distribution	(Lustrel	Laboratoires,	Saint	Jean	de	
Vedas,	 France),	 alors	 que	 l’extrait	 protéique	 de	 tournesol	 a	 été	 produit	 sur	 commande	 par	 le	
Centre	de	Valorisation	des	Glucides	(CVG,	Dury,	France)	par	un	procédé	détaillé	dans	l’Annexe	I.	
La	différence	de	concentration	en	protéines	entre	les	deux	extraits	se	traduit	également	par	une	
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des	 tourteaux,	 les	 polysaccharides	 majoritairement	 extraits	 sont	 des	 pectines	 et	 des	
hémicelluloses	 [283].	 La	 présence	 de	 ces	 composés	 dans	 les	 extraits	 protéiques	 n’est	 pas	
gênante.	 En	 effet,	 les	 polysaccharides	 peuvent	 avoir	 de	 multiples	 actions	 sur	 la	
microencapsulation	:	stabilisation	de	l’émulsion,	influence	sur	la	formation	du	film	de	l’enrobage,	
sur	 la	 taille	 des	 microparticules	 et	 sur	 le	 taux	 de	 rétention	 de	 matière	 active	
[68,223,224,226,229,250].		
Les	 extraits	 protéiques	 contiennent	 un	 faible	 taux	 de	 lipides	 (1,3‐1,6	%),	 dû	 à	 la	 présence	 de	
lipides	résiduels	adsorbés	sur	les	parties	hydrophobes	des	protéines.	Le	taux	d’humidité	de	6	%	
à	 8	%	provient	 de	molécules	 d’eau	 emprisonnées	 dans	 le	 réseau	de	 biopolymère	 et	 liées	 plus	
particulièrement	aux	parties	hydrophiles	de	la	protéine.	Enfin,	les	composés	minéraux	présents	




La	 composition	 en	 acides	 aminés	 des	 deux	 extraits	 protéiques	 a	 été	 déterminée	 par	
chromatographie	 ionique	 après	 une	 hydrolyse	 acide	 totale	 selon	 la	 méthode	 décrite	 dans	 le	
Paragraphe	 IV.2.1.4.	 Cette	 analyse	 nous	 permet	 d’identifier	 et	 de	 quantifier	 les	 acides	 aminés	
présents	 dans	 l’extrait	 protéique.	 Au	 cours	 de	 l’hydrolyse	 acide,	 le	 tryptophane	 est	 détruit	 et	
transformé	 en	 alanine	 et	 acétoacétate	 [286],	 le	 taux	 d’alanine	mesuré	 par	 cette	 technique	 est	
donc	 surestimé.	 Les	 compositions	 en	 acides	 aminés	pour	 les	 extraits	 protéiques	 de	 soja	 et	 de	
tournesol	sont	présentées	dans	la	Figure	II	‐	1.	
	





























































Comme	 dans	 toutes	 les	 protéines	 végétales,	 les	 acides	 glutamique	 et	 aspartique	 sont	
majoritaires.	Les	deux	extraits	protéiques	présentent	des	aminogrammes	assez	proches,	mais	il	
est	important	de	noter	que	la	fraction	de	lysine	est	plus	importante	dans	l’extrait	protéique	de	




et	 les	 variétés	 des	 végétaux	 utilisés,	 ainsi	 que	 par	 les	 différents	 procédés	 d’extraction	mis	 en	
œuvre.	
Les	deux	extraits	protéiques	étudiés	montrent	des	compositions	en	acides	aminés	relativement	
proches.	 Cela	 peut	 expliquer	 la	 similarité	 de	 leurs	 propriétés	 physico‐chimiques,	 notamment	
leurs	 capacités	 émulsifiante	 et	 moussante,	 leurs	 propriétés	 gélifiantes	 et	 leur	 solubilité,	
observées	par	de	nombreux	auteurs	dans	la	littérature	[19].	
La	seule	différence	significative	est	 le	taux	de	 lysine,	près	de	3	 fois	plus	élevé	pour	 le	soja	que	
pour	 le	 tournesol	 (6,5	g/100	g	 et	 2,5	g/100	g	 respectivement).	 Or	 la	 lysine	 comporte	 une	
fonction	 amine,	 qui	 peut	 être	 le	 siège	 de	 différentes	 réactions	 chimiques,	 notamment	 des	
réactions	de	greffage	ou	de	réticulation,	comme	il	a	été	décrit	dans	le	Paragraphe	I.2.4.2.	Cette	
différence	de	concentration	en	lysine	entre	les	extraits	protéiques	de	soja	et	de	tournesol	pourra	

















Acide	glutamique	 22,1	 18,4	 19,0	 28,0	 23,2	 26,3	
Acide	aspartique	 13,0	 10,4	 11,5	 12,8	 10,3	 10,3	
Glycine	 4,6	 3,4	 4,1	 6,2	 6,0	 7,3	
Arginine	 8,2	 7,6	 6,5	 10,5	 7,9	 11,4	
Alanine	 4,5	 3,6	 4,2	 5,2	 4,8	 5,6	
Leucine	 7,5	 6,7	 8,1	 7,0	 6,8	 8,6	
Sérine	 5,8	 4,6	 5,2	 5,4	 4,6	 6,1	
Phénylalanine	 5,6	 4,5	 5,2	 6,0	 5,4	 6,7	
Thréonine	 4,2	 3,7	 3,8	 3,9	 4,1	 5,0	
Valine	 4,5	 4,6	 5,0	 3,8	 5,1	 5,9	
Isoleucine	 4,4	 4,4	 4,8	 3,0	 4,2	 5,5	
Lysine	 6,5	 6,0	 6,2	 2,5	 3,5	 3,7	
Tyrosine	 3,8	 3,5	 3,8	 3,0	 3,6	 2,5	
Méthionine	 1,6	 1,4	 1,3	 2,3	 2,2	 0,6	
Cystéine	 0,9	 1,3	 1,3	 0,5	 0,8	 0,6	
Histidine	 2,9	 2,2	 2,6	 0,1	 2,1	 3,2	
Proline	 ‐	 5,3	 5,1	 ‐	 5,3	 6,7	




Cette	 classification	 des	 protéines	 végétales	 établie	 par	 Osborne	 [151],	 permet	 de	 classer	 les	
protéines	 en	 quatre	 familles	 selon	 leur	 solubilité	 dans	 différents	 solvants	 à	 température	
ambiante	 (Tableau	 II	 ‐	 3).	 On	 appelle	 albumines	 les	 protéines	 végétales	 solubles	 dans	 l’eau,	
globulines	les	protéines	solubles	dans	les	solutions	salines	à	faible	concentration,	glutélines	les	














Albumines	 Globulines	 Glutelines	 Prolamines	
Eau	 S	 ‐	 ‐	 ‐	
Solutions	salines	diluées	 S	 S	 ‐	 ‐	
Base	diluée	 ‐	 ‐	 S	 ‐	
Ethanol	80%	 ‐	 ‐	 I	 S	
Ethanol	absolu	 ‐	 ‐	 I	 I	
	
Le	 fractionnement	 des	 extraits	 protéiques	 de	 soja	 et	 de	 tournesol	 par	 l’extraction	 successive	
dans	 différents	 solvants	 a	 été	 réalisé	 (Paragraphe	 IV.2.1.3)	 afin	 de	 spécifier	 et	 expliquer	 au	
mieux	les	propriétés	fonctionnelles	de	ces	polymères	végétaux.	Les	résultats	de	fractionnement	
de	 ces	 protéines	 selon	 la	méthode	 d’Osborne	 sont	 présentés	 dans	 le	 Tableau	 II	 ‐	 4.	 Les	 deux	
extraits	 protéiques	montrent	 une	 composition	 en	 différentes	 fractions	 assez	 proche.	 Dans	 les	
deux	 cas,	 la	 fraction	 majoritaire	 est	 celle	 soluble	 en	 milieu	 alcalin	:	 67,6	%	 dans	 l’extrait	
protéique	de	soja	et	62,8	%	dans	celui	de	tournesol.	Les	fractions	solubles	en	milieu	aqueux	sont	
également	présentes	en	quantité	 importante,	notamment	dans	 l’extrait	protéique	de	 tournesol	
(35,3	%	contre	24,8	%	dans	l’extrait	protéique	de	soja).	Les	fractions	en	protéines	solubles	dans	













Ces	 résultats	 sont	 à	 corréler	 avec	 l’hydrosolubilité	des	 extraits	 protéiques	 étudiés.	 En	 effet,	 la	
forte	 proportion	 en	 protéines	 solubles	 en	milieu	 basique,	 qui	 correspondent	 à	 des	 globulines	
rendues	insolubles	par	le	traitement	thermique	(par	exemple	l’extraction	d’huile)	[292],	permet	
d’expliquer	 la	 bonne	 hydrosolubilité	 des	 deux	 extraits	 à	 pH	 alcalin.	 De	 même,	 la	 fraction	 en	
protéines	solubles	à	pH	6,5	de	l’extrait	protéique	de	tournesol,	significativement	plus	élevée	que	
celle	de	l’extrait	protéique	de	soja	(35,3	%	contre	24,8	%	respectivement),	 justifie	sa	meilleure	







Les	 profils	 de	 solubilité	 en	 fonction	 du	 pH	 des	 deux	 extraits	 protéiques	 ont	 été	 réalisés	 à	




une	 microencapsulation	 efficace,	 qui	 nécessite	 une	 matière	 enrobante	 dissoute.	 Nous	 avons	
choisi	 de	 nous	 placer	 à	 70	°C,	 car	 il	 a	 été	 démontré	 dans	 la	 littérature,	 que	 les	 fractions	 de	
globulines	 de	 protéines	 végétales,	 qui	 sont	 les	 fractions	 majoritaires,	 sont	 relativement	





































t=25 °C t=70 °C
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La	 solubilité	 des	 extraits	 protéiques	 est	minimale	 à	 leur	 point	 isoélectrique	c’est‐à‐dire	 au	pH	
auquel	le	nombre	de	charges	positives	est	égal	à	celui	de	charges	négatives.	Ce	pH	est	de	4,7‐5,0	
pour	l’extrait	protéique	de	soja	et	de	4,4‐4,5	pour	celui	de	tournesol.		
A	 pH	 acide,	 inférieur	 au	 point	 isoélectrique,	 la	 solubilité	 de	 l’extrait	 protéique	 de	 soja	 reste	
faible.	 Concernant	 la	 solubilité	 de	 l’extrait	 protéique	 de	 tournesol,	 on	 observe	 un	 maximum	
autour	 de	 pH	2,	 vraisemblablement	 dû	 au	 fort	 taux	 d’acide	 glutamique,	 qui	 entraîne	 une	
augmentation	 de	 la	 polarité	 des	 protéines	 à	 pH	 acide.	 A	 pH	 plus	 acide,	 autour	 de	 1,	 une	
diminution	de	la	solubilité	est	observée.	Ce	comportement	n’est	pas	expliqué	dans	la	littérature,	
car	 les	 auteurs	n’ont	pas	 étudié	 la	 solubilité	des	protéines	 en	dessous	de	pH	2.	Nous	pouvons	




D’après	 Fennema	 [294],	 à	 pH	 alcalin,	 les	molécules	 de	 protéines	 sont	 chargées	 négativement	
(COO‐)	 sur	 la	 surface,	 provoquant	 des	 répulsions	 entre	 les	 chaînes.	 Cela	 se	 traduit	 par	 la	
diminution	des	 interactions	protéines/protéines	et	 l’augmentation	de	celles	protéines/solvant.	
De	 plus,	 l’énergie	 apportée	 par	 le	 chauffage	 permet	 d’augmenter	 la	 mobilité	 des	 chaînes	 de	
protéines	dans	la	solution,	ainsi	que	leur	solubilité.	
En	 comparant	 les	 profils	 de	 solubilité	 des	 deux	 extraits	 protéiques	 étudiés,	 on	 constate	 que	
quelle	que	soit	la	température,	l’extrait	protéique	de	tournesol	possède	une	meilleure	solubilité	
aux	 pHs	 très	 acides	 (inférieurs	 à	 3)	 et	 basiques	 (supérieurs	 à	 7).	 Ce	 comportement	 peut	
s’expliquer	 par	 la	 présence	 d’une	 fraction	 plus	 importante	 des	 polysaccharides	 dans	 l’extrait	
protéique	de	tournesol	(15,9	%	par	rapport	à	3,5	%	dans	l’extrait	protéique	de	soja,	Tableau	II	‐	
1).	En	effet,	Guo	et	Narsimhan	[295]	ont	démontré	que	la	solubilité	des	extraits	protéiques	est	
améliorée	 par	 l’addition	 de	 polysaccharides	 grâce	 aux	 interactions	 protéine/polysaccharide.	
D’autre	part,	l’extrait	protéique	de	tournesol	contient	une	fraction	plus	importante	de	protéines	
hydrosolubles	 à	 pH	 neutre	 (35,3	%	 par	 rapport	 à	 24,8	%	 pour	 l’extrait	 protéique	 de	 soja,	
Tableau	II	‐	4),	ce	qui	peut	également	expliquer	l’augmentation	de	la	solubilité.	
Le	 comportement	 de	 l’extrait	 protéique	 de	 soja	 en	 solution	 observé	 dans	 notre	 étude	 est	
similaire	 à	 celui	 de	 protéines	 de	 soja	 commerciales	 (Figure	 II	 ‐	 3a)	 [296].	 Les	 courbes	 de	
solubilité	obtenues	par	 les	auteurs	démontrent	qu’à	25	°C,	 le	point	 isoélectrique	de	la	majorité	
des	échantillons	analysés	se	situe	à	pH	4‐5.	La	solubilité	maximale	est	observée	à	pH	11,	variant	
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pour	 les	 différentes	 protéines	 de	 22	%	 à	 95	%.	 A	 pH	 acide,	 les	 protéines	 de	 soja	 sont	 peu	





Figure	 II	 ‐	 3.	 (a)	 Solubilité	 de	 protéines	 de	 soja	 commerciales	 déterminée	 à	 25	°C	 [296]	;	 (b)	







Dans	 le	 procédé	 de	microencapsulation	 qui	 sera	 utilisé	 dans	 notre	 étude	 (atomisation),	 il	 est	
essentiel	que	 les	chaînes	protéiques	 formant	 le	matériau	enrobant	soient	bien	solubilisées.	En	
effet,	si	les	chaînes	protéiques	sont	bien	déployées,	elles	enrobent	la	matière	active	de	manière	
plus	efficace	et	permettent	une	meilleure	protection.	D’après	les	courbes	de	solubilité	obtenues,	






Les	 méthodes	 de	 Field‐Flow	 Fractionation	 ou	 Fractionnement	 par	 Flux	 Force	 (FFF)	 sont	 des	
techniques	 "chromatographiques"	 récentes,	 dédiées	 principalement	 au	 fractionnement	 des	
macromolécules.	 Décrites	 pour	 la	 première	 fois	 dans	 les	 années	 1960	 par	 Giddings	 [298],	 les	










La	 technique	 AsFlFFF	 (Asymmetrical	 Flow	 Field‐Flow	 Fractionation)	 est	 la	 technique	 la	 plus	
universelle,	dans	laquelle	le	champ	de	force	appliqué	est	un	flux	croisé	perpendiculaire	au	flux	
d’élution.	Elle	permet	de	séparer	des	macromolécules	de	petite	taille	(de	1	nm	à	2	nm)	jusqu’aux	
particules	 de	 100	µm	 de	 diamètre.	 Les	 macromolécules	 simples	 et	 les	 agrégats	 complexes	




une	 surface	 de	 contact	 limitée	 en	 raison	 de	 l’absence	 de	 phase	 stationnaire.	Dans	 le	mode	 de	
fractionnement	dit	 "normal",	 le	 temps	de	rétention	est	 fonction	du	coefficient	de	diffusion	des	
macromolécules	 (donc	 leur	 rayon	 hydrodynamique).	 Par	 conséquent,	 les	 macromolécules	 de	
petite	taille	sont	éluées	plus	rapidement	que	celles	de	grande	taille	(Annexe	VI),	contrairement	
au	mode	de	fractionnement	en	Chromatographie	d’Exclusion	Stérique.	
Les	 fractogrammes	 présentés	 sur	 la	 Figure	 II	 ‐	 4	 illustrent	 le	 fractionnement	 des	 extraits	
protéiques	de	soja	et	de	tournesol	par	la	technique	AsFlFFF	(les	conditions	expérimentales	sont	
détaillées	 dans	 le	 Paragraphe	 IV.2.4.3).	 Les	 échantillons	 analysés	 sont	 caractérisés	 selon	 trois	
populations	(Annexe	VI,	Figure	A‐7)	:	




Dans	 le	 cas	de	 l’extrait	 protéique	de	 tournesol,	 on	observe	une	 fraction	 largement	majoritaire	
(entre	 13	min	 et	 15	min)	 correspondant	 à	 des	 chaînes	 macromoléculaires	 ayant	 un	 rayon	
hydrodynamique	 compris	 entre	 20	nm	 et	 60	nm.	 Pour	 l’extrait	 protéique	 de	 soja,	 cette	
population	 est	 également	 présente,	 mais	 un	 pic	 supplémentaire	 est	 observé	 (entre	 17	min	 et	
20	min).	 Ce	 dernier	 représente	 la	 fraction	majoritaire	 des	 chaînes	 protéiques	 et	 correspond	 à	
des	macromolécules	 ayant	un	 rayon	hydrodynamique	 compris	 entre	 130	nm	et	180	nm.	Cette	
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Les	 molécules	 de	 petite	 taille	 (P1)	 ne	 sont	 pas	 fractionnées.	 Il	 est	 toutefois	 possible	 de	
déterminer	 leur	 proportion	 (en	 utilisant	 une	 courbe	 de	 calibration,	 Annexe	 VI).	 Pour	 les	
échantillons	étudiés	dans	notre	cas,	la	fraction	P1	est	de	8,3	%	pour	l’extrait	protéique	de	soja	et	































































propriétés	 tensioactives,	 les	 chaînes	 protéiques	 se	 placent	 à	 la	 surface	 air/eau	 dans	 ces	
gouttelettes	lors	de	l’atomisation,	ce	qui	explique	que	les	particules	soient	creuses	et	aient	une	

























supérieures	 à	 celles	 de	 l’extrait	 protéique	 de	 tournesol	 (5‐50	µm	 et	 2‐20	µm	 respectivement).	
Néanmoins,	les	distributions	granulométriques	présentées	sur	la	Figure	II	‐	6	sont	relativement	









Les	 extraits	 protéiques	 sont	 mis	 en	 solution	 suivant	 le	 mode	 opératoire	 présenté	 dans	 le	









une	 augmentation	 drastique	 de	 la	 viscosité	 avec	 la	 concentration	 est	 observée	 à	 partir	 de	
10	%	w/w	pour	l’extrait	protéique	de	soja,	et	dès	8	%	w/w	pour	l’extrait	protéique	de	tournesol.	
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Avant	 Après	 Avant	 Après	
2	 2	 2	 2	 2	
4	 5	 4	 4	 3	
6	 14	 10	 9	 7	
8	 44	 15	 250	 9	
10	 340	 28	 ‐	 ‐	
	
La	 différence	 en	 viscosité	 des	 solutions	 protéiques	 concentrées	 à	 8	%	w/w	 avant	
homogénéisation	peut	 être	 liée	 au	pH	utilisé	 pour	 la	 préparation	des	 solutions.	 En	 effet,	 pour	
atteindre	le	maximum	de	dissolution	des	protéines	(selon	les	profils	de	solubilité,	Figure	II	‐	2),	
les	solutions	protéiques	de	soja	ont	été	préparées	à	pH	10,0‐10,5	et	celles	de	tournesol	à	pH	8,5‐
9,0.	 A	 pH	 fortement	 basique	 (10,0‐10,5),	 l’accumulation	 des	 charges	 négatives	 (COO‐)	 sur	 les	
protéines	de	soja	entraîne	une	répulsion	de	chaînes	plus	importante.	Ainsi,	la	densité	du	réseau	
protéique	de	soja	dans	la	solution	est	moindre,	ce	qui	explique	la	plus	faible	viscosité.	
L’influence	 de	 la	 pression	 d’homogénéisation	 sur	 les	 différents	 polymères	 en	 solution	 a	 été	
étudiée	 dans	 la	 littérature.	 Un	 comportement	 similaire	 à	 nos	 observations,	 c’est‐à‐dire	 la	





par	 les	 ruptures	 des	 liaisons	 covalentes	 dû	 au	 fait	 de	 la	 forte	 énergie	 apportée	 par	 l’étape	
d’homogénéisation.	 D’un	 autre	 coté,	 pendant	 l’homogénéisation	 des	 protéines	 en	 solution,	 la	
diminution	de	la	viscosité	est	associée	à	la	désagrégation	et	la	dissociation	des	macromolécules,	
le	 déploiement	 des	 chaînes,	 le	 changement	 de	 la	 conformation	moléculaire	 et	 des	 propriétés	
interfaciales	 [238,305].	 Il	 a	 été	démontré	que	 ce	 traitement	 a	une	 influence	destructive	 sur	 la	
structure	quaternaire	et	tertiaire	des	protéines,	et	un	effet	mineur	sur	les	changements	dans	la	
structure	secondaire	[306].	
Dans	 le	 cas	 des	 extraits	 protéiques	 étudiés,	 l’explication	 de	 la	 chute	 de	 viscosité	 après	
l’homogénéisation	 à	 haute	 pression	 (50	MPa)	 qui	 nous	 semble	 la	 plus	 convaincante	 est	 la	
suivante	:	 la	 force	 mécanique	 appliquée	 génère	 la	 rupture	 des	 liaisons	 hydrogènes	
intermoléculaires,	des	forces	attractives	électrostatiques	et	de	Van	der	Waals	entre	les	protéines	
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le	 cas	 des	 faibles	 concentrations,	 l’homogénéisation	 n’a	 pas	 d’influence	 sur	 la	 viscosité	 des	




Afin	 de	 vérifier	 que	 les	 chaînes	 protéiques	 ne	 sont	 pas	 rompues	 pendant	 l’étape	
d’homogénéisation,	 les	 extraits	 protéiques	 de	 tournesol	 natif	 et	 homogénéisé	 à	 50	MPa	 sont	
analysés	 par	 la	 technique	 AsFlFFF	 (Asymmetrical	 Flow	 Field‐Flow	 Fractionation,	 Paragraphe	
IV.2.4.3	 et	 Annexe	 VI).	 Les	 fractogrammes	 obtenus	 sont	 présentés	 sur	 la	 Figure	 II	 ‐	 7.	 Ces	
résultats	nous	permettent	de	constater	que	les	profils	des	extraits	protéiques	de	tournesol	avant	
et	 après	 homogénéisation	 sont	 comparables.	 On	 observe	 cependant	 une	 quantité	 plus	




Figure	 II	 ‐	 7.	 Fractogrammes	 AsFlFFF	 des	 extraits	 protéiques	 de	 tournesol	 avants	 et	 après	
homogénéisation	sous	haute	pression	(50	MPa	;	méthode	I,	Paragraphe	IV.2.4.3,	Annexe	VI).	
	


































pendant	 l’étape	 d’homogénéisation.	 Au	 contraire,	 le	 déploiement	 des	 chaînes	 sous	 haute	




Néanmoins,	 après	 homogénéisation,	 les	 valeurs	 de	 la	 viscosité	 baissent	 significativement	 de	
340	mPa*s	à	28	mPa*s	pour	l’extrait	protéique	de	soja	et	de	250	mPa*s	à	9	mPa*s	pour	l’extrait	




Les	 solutions	 présentées	 dans	 le	 paragraphe	 précédent	 (homogénéisées	 à	 50	MPa)	 sont	
atomisées	suivant	le	protocole	présenté	dans	le	Paragraphe	IV.2.3.4.	La	température	de	séchage	
(température	 de	 l’air	 chaud	 à	 l’entrée	 de	 la	 chambre	 d’atomisation)	 est	 fixée	 à	 120	°C.	 On	
considère	que	dans	 le	 cas	des	 solutions	aqueuses,	 où	 le	 solvant	 s’évapore	à	100	°C	à	pression	
atmosphérique,	 la	 température	 de	 120	°C	 est	 suffisante	 pour	 éliminer	 l’eau	 et	 produire	 des	
microparticules.	 Le	 choix	 d’une	 température	 relativement	 basse	 se	 justifie	 par	 la	 nécessité	
d’éviter	la	dénaturation	des	protéines	et	la	dégradation	des	matières	actives	sensibles	utilisées.	




Le	débit	de	 la	pompe	d’atomisation	est	 fixé	à	330	mL/h.	Ce	débit	de	 la	solution	d’alimentation	
relativement	 faible	 a	 été	 choisi	 afin	 d’assurer	 un	 séchage	 efficace.	 En	 effet,	 un	 débit	 trop	







matière	 sèche	 atomisée	 (Paragraphe	 IV.2.3.4).	 Les	 résultats	 obtenus	 après	 atomisation	 sont	
rassemblés	dans	le	Tableau	II	‐	6.	
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Tableau	 II	 ‐	 6.	 Evolution	 du	 rendement	 d’atomisation	 et	 du	 taux	 d’humidité	 de	 poudre	 avec	 la	
concentration	des	solutions	protéiques.	
PS	 PT	Concentration,	
%	w/w	 RA,	%	 Taux	d’humidité*,	% RA,	%	 Taux	d’humidité*,	%	
2	 55,5	 11,7	 60,3	 5,9	
4	 69,3	 11,8	 62,7	 7,3	
6	 77,9	 10,0	 65,7	 5,4	
8	 83,3±2,5	 10,0±1,1	 70,1±2,2 6,5±0,8	
10	 72,9	 9,6	 ‐	 ‐	
														*	–	taux	d’humidité	est	mesuré	le	lendemain	de	l’atomisation	
	





Nous	observons	que	 le	 rendement	d’atomisation	augmente	avec	 la	hausse	de	 la	 concentration	
jusqu’à	 8	%	w/w	 pour	 les	 deux	 extraits	 protéiques,	 et	 de	 façon	 plus	 marquée	 pour	 l’extrait	
protéique	de	soja.	Cela	peut	s’expliquer	par	des	pertes	en	matière	sur	les	parois	de	l’atomiseur,	
ou	 encore	 dans	 le	 filtre,	 d’autant	 plus	 importantes	 proportionnellement	 que	 la	 quantité	 de	
matière	atomisée	(et	donc	la	concentration)	est	faible.	
En	comparant	le	rendement	d’atomisation	des	deux	extraits	protéiques,	on	observe	que	pour	la	
majorité	 des	 concentrations,	 le	 rendement	 du	 procédé	 est	 plus	 élevé	 dans	 le	 cas	 de	 l’extrait	
protéique	de	soja.	Par	exemple,	pour	une	concentration	de	8	%	w/w,	les	viscosités	des	solutions	
protéiques	de	 soja	 et	 de	 tournesol	 sont	de	15	mPa*s	 et	 de	9	mPa*s,	 alors	que	 les	 rendements	
obtenus	s’élèvent	à	83,3	%	et	70,1	%	respectivement.	Ce	phénomène	peut	être	expliqué	par	 la	
présence	 d’une	 quantité	 importante	 de	 polysaccharides	 dans	 l’extrait	 protéique	 de	 tournesol	
(15,9	%	 contre	 3,5	%	 pour	 l’extrait	 protéique	 de	 soja).	 Les	 polysaccharides	 sont	 connus	 pour	
leurs	 bonnes	 propriétés	 adhésives	 [307‐309]	 et	 peuvent	 donc	 influencer	 les	 propriétés	
adhésives	de	l’extrait	protéique.	Cela	explique	la	plus	forte	adhésion	des	gouttelettes	de	l’extrait	
protéique	 de	 tournesol	 (par	 rapport	 à	 celles	 de	 l’extrait	 protéique	 de	 soja)	 sur	 les	 parois	 de	
l’atomiseur	et	un	plus	faible	rendement	d’atomisation.	
La	 concentration	 optimale,	 à	 laquelle	 le	 meilleur	 rendement	 d’atomisation	 est	 obtenu,	 est	 de	
8	%	w/w,	 pour	 les	 deux	 extraits	 protéiques.	 Afin	 de	 valider	 la	 reproductibilité	 du	 procédé,	
l’expérience	d’atomisation	pour	chaque	extrait	protéique	a	été	effectuée	à	cette	concentration	en	
quadruplet.	La	valeur	moyenne	ainsi	que	l’écart	type	sont	présentés	dans	le	Tableau	II	‐	6.	
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Pour	 résumer	 cette	 partie,	 la	 concentration	 optimale	 pour	 obtenir	 le	 meilleur	 rendement	
d’atomisation	 à	 une	 viscosité	 raisonnable	 est	 de	 8	%	w/w	 pour	 les	 deux	 extraits	 protéiques	







molécule	 est	 liposoluble,	 biologiquement	 active	 et	 possède	 essentiellement	 des	 propriétés	











s’oxyde	rapidement	 [90].	 Il	 est	 considéré	comme	 instable	en	présence	d’oxygène,	d’irradiation	
UV	 et	 de	 chaleur,	 car	 il	 se	 transforme	 de	 manière	 irréversible	 en	 composés	 quinones	 via	 la	
formation	d’un	époxyde	et	perd	ses	propriétés	bénéfiques	(Figure	II	‐	9)	[312].		
La	 microencapsulation	 de	 l’‐tocophérol	 permet	 d’augmenter	 sa	 stabilité,	 tant	 lors	 de	 sa	
conservation	 que	 lors	 de	 son	 utilisation	 dans	 différentes	 formulations	 (alimentaires,	
cosmétiques)	 [89,90,313,314].	 De	 plus,	 cette	 molécule	 est	 relativement	 facile	 à	 doser	 par	
spectrométrie	 UV.	 Pour	 toutes	 ces	 raisons,	 nous	 avons	 choisi	 l’‐tocophérol	 comme	molécule	
active	hydrophobe	modèle	pour	les	essais	de	microencapsulation.	
















Dans	 le	 cas	 de	microencapsulation	 par	 atomisation,	 le	 procédé	 d’homogénéisation	 sous	 haute	








L’étape	 finale	 du	 procédé	 de	microencapsulation	 est	 la	 transformation	 de	 la	 phase	 liquide	 en	
microparticules	 solides.	 Les	 particules	 sont	 produites	 par	 atomisation	 (Paragraphe	 I.1.5.3.4,	
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Paragraphe	 IV.2.3.4)	 à	 partir	 d’une	 émulsion	 stabilisée	 par	 l’homogénéisation	 sous	 haute	
pression.	
Comme	 dans	 le	 cas	 de	 l’atomisation	 des	 extraits	 protéiques	 seuls,	 l’efficacité	 du	 procédé	 est	




de	tournesol	est	 le	paramètre	 le	plus	 important	du	point	de	vue	de	 la	 faisabilité	du	procédé.	 Il	
définit	le	degré	de	rétention	de	la	matière	active	par	la	matière	enrobante.	La	méthode	employée	







Les	 propriétés	 thermiques	 des	 microparticules	 extrait	 protéique/‐tocophérol,	 ainsi	 que	 de	
chaque	 constituant	 ont	 été	 étudiées	 par	 analyse	 thermogravimétrique	 (ATG).	 Les	 courbes	















































En	 ce	 qui	 concerne	 la	 matière	 active	 encapsulée,	 l’‐tocophérol,	 aucune	 dégradation	 n’est	
observée	aux	températures	inférieures	à	200	°C.	Ce	résultat	confirme	que	la	matière	active	n’est	
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pas	 affectée	 pendant	 l’atomisation	 à	 120	°C.	 Le	 produit	 commence	 à	 se	 dégrader	 à	 partir	 de	
220	°C	 (ce	 qui	 correspond	 à	 sa	 température	 d’ébullition)	 et	 est	 totalement	 décomposé	 entre	
220	°C	et	380	°C.	





confirme	 que	 l’‐tocophérol	 est	 protégé	 par	 l’enrobage	 de	 protéines	 et	 se	 décompose	 à	 une	
température	plus	élevée	qu’à	 l’état	 libre.	La	 fraction	majoritaire	de	 l’extrait	protéique,	plus	de	
50	%,	 est	 dégradée	 entre	 200	°C	 et	 450	°C.	 Elle	 est	 suivie	 par	 une	 dégradation	 progressive	
jusqu’à	 1000	°C.	 Un	 comportement	 thermique	 similaire	 pour	 les	 protéines	 végétales	 a	 été	
rapporté	dans	la	littérature	[315‐317].	
On	 remarque	 qu’aux	 températures	 plus	 élevées,	 proches	 de	 1000	°C,	 il	 reste	 encore	 15	%	 en	
masse	de	 l’extrait	protéiques	de	soja	et	8	%	de	celui	de	tournesol.	Ce	résidu	peut	être	attribué	
aux	 cendres.	 La	différence	entre	 les	 valeurs	du	 taux	de	 cendres	déterminées	précédemment	 à	






































Au	 cours	 de	 ce	 travail,	 l’étape	 d’émulsification	 de	 l’‐tocophérol	 dans	 la	 phase	 aqueuse	 est	
effectuée	à	 l’aide	d’un	homogénéisateur	sous	haute	pression.	Ainsi,	pour	évaluer	 l’influence	de	
l’étape	 d’homogénéisation	 sur	 le	 procédé	 de	 microencapsulation	 de	 l’‐tocophérol	 par	 les	
extraits	protéiques	de	soja	et	de	tournesol,	différentes	conditions	opératoires	ont	été	étudiées.	









Plusieurs	paramètres	peuvent	 influencer	 la	viscosité	des	émulsions	étudiées	:	 la	 concentration	
en	matière	sèche,	 la	pression	d’homogénéisation,	 le	ratio	matière	enrobante/matière	active	ou	
encore	le	pH	de	la	solution	protéique	du	départ.		
Les	 résultats	 de	 l’influence	 de	 la	 pression	 d’homogénéisation	 sur	 la	 viscosité	 des	 émulsions	
extrait	 protéique/‐tocophérol	 sont	 présentés	 dans	 le	Tableau	 II	 ‐	 7.	Nous	pouvons	 constater	
que	dans	le	cas	des	deux	extraits	protéiques,	l’augmentation	de	la	pression,	ainsi	que	du	nombre	
des	 passages	 par	 l’homogénéisateur,	 entraînent	 une	diminution	de	 la	 viscosité	 des	 émulsions.	
Cette	 réduction	 de	 viscosité	 est	 plus	 importante	 dans	 le	 cas	 d’extrait	 protéique	 de	 tournesol	
pour	 lequel	 le	 changement	 de	 pression	 de	 30	MPa	 à	 80	MPa	 provoque	 une	 diminution	 de	 la	
viscosité	d’émulsion	de	4	fois.	Concernant	les	émulsions	à	base	d’extrait	protéique	de	soja,	cette	
variation	est	beaucoup	moins	marquée	et	les	valeurs	de	viscosité	sont	nettement	plus	faibles.	
Des	 comportements	 similaires	 pour	 des	 émulsions	 huile	 dans	 eau	 à	 base	 d’autres	 polymères	
naturels	ont	été	observés	et	décrits	dans	la	littérature.	Yu	et	al.	[226]	remarquent	la	variation	de	
viscosité	 d’émulsions	 à	 base	 de	 protéines	 de	 soja/maltodextrine	 et	 de	 phospholipide	 de	
100	mPa*s	à	70	mPa*s	quand	la	pression	d’homogénéisation	augmente	de	15	MPa	à	55	MPa.	Le	
même	comportement	a	été	observé	dans	le	cas	d’émulsions	préparées	avec	du	son	d’avoine	et	de	
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Cependant,	 dans	 le	 cas	 d’émulsions	 à	 base	 de	 protéines,	 certains	 auteurs	 ont	 observé	 le	
comportement	inverse,	c'est‐à‐dire	l’augmentation	de	la	viscosité	avec	la	pression.	Par	exemple,	
Puppo	et	al.	 [293]	constatent	que	pour	une	émulsion	préparée	à	partir	de	protéines	de	soja	et	
d’huile	de	 tournesol,	 la	 viscosité	 augmente	de	58	Pa*s	 à	727	Pa*s,	 quand	 la	pression	passe	de	
0,1	MPa	à	600	MPa.	Ce	phénomène	est	 la	conséquence	du	déploiement	des	chaînes	protéiques	
pendant	 l’homogénéisation	 et	 l’association	 des	 pelotes	 7S	 et	 11S	 des	 protéines.	 Les	 protéines	







plus	 forte	 que	 la	 concentration	 en	 protéines	 dans	 l’émulsion	 augmente.	 La	 quantité	 des	
protéines	non	adsorbées	 sur	des	gouttelettes	d’huile	augmente	avec	 la	 concentration.	Ainsi,	 la	
probabilité	de	 floculation	et	de	 formation	d’un	réseau	protéique	entre	 les	gouttelettes	est	plus	
grande.	
Dans	notre	cas,	nous	avons	observé	la	diminution	de	la	viscosité	des	émulsions	à	base	d’extraits	
protéiques	 avec	 l’augmentation	 de	 la	 pression	 d’homogénéisation,	 ainsi	 qu’avec	 le	 nombre	 de	
passages	par	l’homogénéisateur.	Ces	résultats	peuvent	être	expliqués	comme	suit.	Avant	l’étape	
d’émulsification,	les	extraits	protéiques	sont	traités	à	une	température	de	70	°C	et	à	pH	alcalin.	
Cette	 étape	 de	 la	 solubilisation	 permet	 le	 déploiement	 partiel	 des	 chaînes	 protéiques.	 L’étape	
d’homogénéisation	consiste	 surtout	à	émulsionner	 l’‐tocophérol	dans	 la	phase	aqueuse,	mais	
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aussi	 à	 déployer	 les	 chaînes	 protéiques	 qui	 restent	 agglomérées.	 Cette	 action	 assure	 la	
dispersion	des	gouttelettes	de	l’‐tocophérol	grâce	à	l’importante	force	mécanique	appliquée	et	
une	 taille	 de	 gouttelettes	 assez	 faible	 (quelques	micromètres).	 Ensuite,	 les	 chaînes	 protéiques	










gamme	 étudiée	 (30	 MPa	 à	 80	 MPa),	 la	 pression	 d’homogénéisation	 n’a	 pas	 d’influence	
remarquable	sur	la	taille	des	gouttelettes	en	émulsion.	
	





1	heure	 1	jour	 1	semaine 1	heure	 1	jour	 1	semaine
30	MPa,	2	pass.	 1,16	 1,02	 0,91	 1,09	 1,29	 1,98	
50	MPa,	2	pass.	 1,06	 0,84	 0,95	 1,28	 1,49	 1,87	
50	MPa,	4	pass.	 0,89	 0,78	 0,92	 1,25	 1,11	 1,24	
50	MPa,	6	pass.	 0,75	 1,08	 0,76	 0,92	 0,92	 1,39	





coalescées	 et	 celles	 qui	 n’ont	 pas	 été	 dispersées	 lors	 du	 premier	 passage	 [226].	 De	 la	 même	
manière,	 l’augmentation	 de	 la	 pression	 d’homogénéisation	 ne	 permet	 pas	 une	 meilleure	
dispersion	de	l’huile	par	rapport	aux	faibles	pressions.	En	effet,	plus	le	rayon	des	gouttelettes	est	
faible,	 plus	 la	 surpression	 à	 l’intérieur	 est	 importante	 et	 plus	 leur	 fragmentation	 devient	
difficile	[322].	 Ainsi,	 une	 fois	 dispersées	 dans	 l’émulsion,	 les	 gouttelettes	 gardent	 leur	 taille	
constante	quelle	que	soit	la	pression	appliquée.	




à	 base	 de	 protéines	 de	 soja,	 Puppo	 et	 al.	 [293]	 observent	 que,	 quelle	 que	 soit	 la	 pression	
d’homogénéisation	 appliquée	 entre	 0,1	MPa	 et	 600	MPa,	 les	 émulsions	 formées	 sont	 stables,	
homogènes,	 sans	 floculation	 ni	 coalescence	 et	 avec	 une	 taille	 moyenne	 des	 gouttelettes	 de	
1,1	µm.	 Aucun	 décalage	 de	 distribution	 de	 taille	 remarquable	 ou	 de	 variation	 des	 valeurs	
moyennes	 n’est	 observé	 avec	 l’augmentation	 de	 la	 pression.	 Il	 est	 également	 montré	 que	
l’addition	 d’agent	 tensioactif	 SDS	 (dodécylsulfate	 de	 sodium)	 ne	 change	 pas	 la	 taille	 des	
gouttelettes	dans	l’émulsion.	La	présence	des	molécules	de	protéines	de	soja	seules	suffit	pour	
obtenir	une	émulsion	stable.	
D’autres	 études	 démontrent	 que	 les	 émulsions	 d’huile	 dans	 l’eau	 à	 base	 de	 protéines	 de	 soja	
stabilisées	par	homogénéisation	sous	haute	pression	ont	une	taille	moyenne	des	gouttelettes	de	
















































l’extrait	 protéique	 présentes	 dans	 l’émulsion.	 La	 solution	 de	 l’isolat	 protéique	 de	 soja	 est	
analysée	 dans	 les	 mêmes	 conditions	 que	 les	 émulsions	 et	 une	 distribution	 avec	 le	 diamètre	
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La	deuxième	et	 la	plus	 importante	population	se	 retrouve	entre	1	µm	et	2	µm.	Elle	 représente	
une	fraction	de	91	%	à	96	%	de	la	quantité	totale	des	particules	en	émulsion.	Cette	population	
correspond	 à	 la	 taille	 des	 gouttelettes	 de	 l’‐tocophérol	 dans	 l’émulsion.	 Enfin,	 la	 troisième	
population	 de	 tailles	 comprises	 entre	 5	µm	 et	 6	µm	 correspond	 à	 la	 fraction	 des	 gouttelettes	
coalescées	dans	 l’émulsion	 (de	1	%	à	6	%).	 Il	 faut	mentionner	que	 la	 limite	de	 la	détection	de	
l’appareillage	utilisé	est	de	6	µm.	Toutes	les	particules	ayant	des	tailles	comprises	au‐dessus	de	
cette	limite	ne	sont	pas	analysées	et	ne	sont	pas	présentées	sur	les	distributions.	
A	 partir	 des	 résultats	 obtenus,	 nous	 pouvons	 également	 noter	 une	 augmentation	 de	 la	 taille	
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L’augmentation	 de	 la	 taille	 des	 gouttelettes	 dans	 les	 émulsions	 à	 base	 d’extrait	 protéique	 de	
tournesol	 est	d’autant	plus	 forte	que	 la	pression	 est	 faible.	Cela	 est	 très	probablement	 lié	 à	 la	
composition	de	l’extrait	protéique	de	tournesol.	La	présence	de	polysaccharides	en	plus	grande	
quantité	 (15,9	%	 contre	 3,5	%	 dans	 l’extrait	 protéique	 de	 soja)	 entraîne	 des	 interactions	 plus	








15).	 Il	 faut	 noter	 qu’avant	 l’homogénéisation,	 l’échantillon	 est	 analysé	 immédiatement	 après	
addition	de	l’‐tocophérol	dans	la	solution	protéique	(sous	agitation	mécanique),	car	l’émulsion	




Figure	 II	 ‐	 15.	Microscopie	 optique	:	 émulsion	 PSavant	 et	 après	 homogénéisation	 sous	 haute	
pression	(50	MPa,	2	passages).	Barre	d’échelle	–	25	µm.	
	
Les	 images	 de	 microscopie	 optique	 confirment	 l’importance	 de	 l’étape	 d’émulsification.	
L’énergie	appliquée	pendant	 l’homogénéisation	sous	haute	pression	permet	 la	dispersion	de	la	
phase	 huileuse	 dans	 la	 phase	 aqueuse	 et	 la	 formation	 d’une	 émulsion	 stable	 avec	 des	 fines	
gouttelettes	de	taille	homogène.	
L’évolution	 de	 la	morphologie	 des	 émulsions	 extrait	 protéique/‐tocophérol	 avec	 la	 pression	












Figure	 II	 ‐	 16.	Microscopie	 optique	:	 influence	 de	 l’homogénéisation	 sous	 haute	 pression	 sur	 la	




protéique	 de	 tournesol	 par	 rapport	 à	 celles	 à	 base	 d’extrait	 protéique	 de	 soja.	 Ces	
agglomérations	donnent	lieu	à	la	formation	d’un	réseau	protéique	plus	dense	emprisonnant	les	
gouttelettes	 de	 l’‐tocophérol.	 Une	 explication	 possible	 est	 la	 différence	 de	 composition	 des	
extraits	 protéiques,	 et	 notamment	 la	 proportion	 non	 négligeable	 de	 polysaccharides	 dans	









30 MPa 50 MPa 80 MPa 
b b b 
30 MPa 50 MPa 80 MPa 
a a a 










images	 de	 microscopie	 optique	 confirment	 que	 les	 tailles	 des	 gouttelettes	 sont	 relativement	








Les	 résultats	 des	 expériences	 de	 microencapsulation	 de	 l’‐tocophérol	 par	 les	 extraits	
protéiques	 sont	 présentés	 dans	 le	 Tableau	 II	 ‐	 9.	 Les	 valeurs	 obtenues	 au	 cours	 de	 ces	







1 heure 1 jour 1 semaine 
b b b 
1 heure 1 jour 1 semaine 
a a a 






d’homogénéisation	 PS/T*	 PT/T*	 PS/T*	 PT/T*	 PS/T*	 PT/T*	
30	MPa,	2	pass.	 65,4	 69,1	 77,3±1,8a	 91,0±1,9a	 25,5±0,6a	 30,0±0,7a	
50	MPa,	2	pass.	 67,9	 70,0	 79,7±1,0a	 92,6±1,8a	 26,3±0,3a	 30,5±0,6a	
50	MPa,	4	pass.	 64,5	 72,3	 77,7±0,7a	 92,7±1,1a	 25,7±0,2a	 30,6±0,4a	
50	MPa,	6	pass.	 67,8	 75,1	 77,7±0,2a	 93,3±0,8a	 25,7±0,1a	 30,8±0,3a	










à	 l’intérieur	des	microparticules.	Cela	nous	 laisse	 supposer	que	 la	quantité	d’‐tocophérol	qui	
reste	à	la	surface	des	microparticules	formées	par	atomisation	est	minime.	
Malgré	 la	 différence	 de	 viscosité	 des	 émulsions	 de	 départ	 (Tableau	 II	 ‐	 7),	 le	 rendement	 du	
procédé	d’atomisation	n’est	pas	particulièrement	influencé	par	l’homogénéisation	sous	pression.	
Les	 rendements	 d’atomisation	 obtenus	 dans	 le	 cadre	 de	 ce	 travail	 (64,5‐75,1	%)	 sont	
comparables	voire	meilleurs	que	ceux	décrits	dans	la	littérature	pour	les	préparations	avec	des	
biopolymères	(30‐70	%)	[325‐328].	
La	 variation	 de	 la	 pression	 d’homogénéisation	 ne	 semble	 pas	 non	 plus	 affecter	 l’efficacité	 de	
microencapsulation,	du	moins	dans	 la	gamme	de	pression	étudiée.	En	revanche,	en	comparant	
les	 microparticules	 à	 base	 d’extrait	 protéique	 de	 soja	 à	 celles	 à	 base	 d’extrait	 protéique	 de	
tournesol,	 on	 observe	 que	 les	 protéines	 de	 tournesol	 sont	 plus	 efficaces	 comme	 matériau	
enrobant.	 L’efficacité	 de	 rétention	 de	 la	 matière	 active	 par	 l’extrait	 protéique	 de	 soja	 est	
comprise	 entre	 77,3	%	 et	 80,4	%,	 alors	 que	 pour	 l’extrait	 protéique	 de	 tournesol,	 ces	 valeurs	
s’élèvent	à	91,0‐93,3	%.		
La	différence	d’efficacité	de	microencapsulation	entre	les	deux	extraits	protéiques	peut	être	liée	
à	 la	 morphologie	 différente	 des	 chaînes	 protéiques,	 mais	 aussi	 à	 la	 composition	 des	 extraits	
protéiques.	 Rappelons	 que	 la	 quantité	 estimée	 de	 polysaccharides	 dans	 l’extrait	 protéique	 de	
soja	est	de	3,5	%,	et	de	15,9		%	dans	l’extrait	protéique	de	tournesol	(Tableau	II	‐	1).	L’utilisation	
de	 la	 combinaison	 protéine/polysaccharide	 en	 tant	 que	 matière	 enrobante	 en	
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microencapsulation	 est	 connue	 pour	 son	 effet	 synergique.	 Ainsi,	 l’incorporation	 des	
carbohydrates	 dans	 le	 mélange	 protéique	 augmente	 l’efficacité	 de	 microencapsulation	 d’une	
matière	 hydrophobe,	 sa	 stabilité	 antioxydante	 dans	 la	 poudre,	 ainsi	 que	 les	 propriétés	 de	
séchage	pendant	l’atomisation	[168].	Cette	meilleure	rétention	de	la	matière	active	par	l’extrait	




les	 protéines	 de	 86,8	%.	 Les	 protéines	 de	 soja	 étudiées	 comme	 matière	 enrobante	 pour	 la	
microencapsulation	 des	 huiles	 essentielles	 par	 atomisation	 démontrent	 une	 efficacité	 variant	
entre	16,9	%	et	73,3	%	en	fonction	de	la	matière	active	et	de	la	concentration	en	matières	sèches	







la	 pression	 d’homogénéisation	 entraîne	 une	 légère	 diminution	 de	 la	 taille	 moyenne	 des	




Tableau	 II	 ‐	 10.	 Influence	 de	 l’homogénéisation	 sous	 haute	 pression	 sur	 les	 propriétés	 des	
microparticules.	
Taux	d’humidité,	%	 Diamètre	moyen,	µm	Pression	
d’homogénéisation	 PS/T*	 PT/T*	 PS/T*	 PT/T*	
30	MPa,	2	pass.	 5,3	 5,1	 9,6±0,2a	 7,3±0,1a	
50	MPa,	2	pass.	 5,5	 5,5	 9,3±0,2ab	 6,9±0,03b	
50	MPa,	4	pass.	 6,5	 5,4	 8,7±0,3b	 6,8±0,1b	
50	MPa,	6	pass.	 5,9	 4,2	 8,9±0,3b	 7,0±0,1b	





En	 ce	 qui	 concerne	 les	 valeurs	 de	 diamètre	 moyen	 des	 microparticules,	 aucune	 influence	 du	
nombre	de	passages	dans	l’homogénéisateur	n’est	observée.	En	revanche,	nous	remarquons	une	
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légère	 diminution	 de	 la	 taille	 avec	 l’augmentation	 de	 la	 pression	 d’homogénéisation,	 surtout	
pour	des	microparticules	à	base	de	protéines	de	soja.	Cette	évolution	peut	être	corrélée	à	celle	
observée	sur	les	mesures	de	viscosité	des	émulsions	à	atomiser	(Tableau	II	‐	7).	La	relation	entre	
la	 taille	 des	 microparticules	 et	 la	 viscosité	 des	 émulsions	 peut	 être	 expliquée	 de	 la	 manière	
suivante.	 Grâce	 à	 la	 force	 mécanique	 appliquée	 aux	 émulsions	 pendant	 l’homogénéisation,	 la	
dissociation	 des	 chaînes	 protéiques	 et	 leur	 mobilité	 deviennent	 plus	 importantes.	 Par	
conséquent,	 avec	 l’augmentation	 de	 la	 pression	 d’homogénéisation,	 la	 viscosité	 des	 émulsions	




Les	 valeurs	 du	 diamètre	 moyen	 que	 nous	 avons	 obtenues	 (6,8‐9,6	µm)	 sont	 tout	 à	 fait	














































(b)	 PT,	 et	 des	 émulsions,	 (a)	 PS/T	 et	 (b)	 PT/T	 (préparations	 homogénéisées	 à	 50	MPa	 avec	 2	
passages).	
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Si	 nous	 comparons	 les	 tailles	 des	microparticules	 obtenues	 avec	 les	 deux	 extraits	 protéiques	
différents,	on	observe	que	les	tailles	des	particules	à	base	d’extrait	protéique	de	soja	sont	plus	
élevées	que	celles	de	particules	à	base	d’extrait	protéique	de	tournesol	(7,7‐9,6	µm	et	6,8‐7,3	µm	








































En	 résumé	 de	 cette	 partie,	 nous	 pouvons	 conclure	 que	 l’étape	 d’homogénéisation	 sous	 haute	
pression	 est	 indispensable	 pour	 l’obtention	 d’une	 émulsion	 stable	 de	 type	 huile	 dans	 eau	 (‐
tocophérol	dans	la	solution	protéique)	avec	une	bonne	distribution	et	une	bonne	homogénéité	
des	gouttelettes.	L’atomisation	à	120	°C	des	émulsions	produites	par	homogénéisation	permet	
d’obtenir	 des	microparticules	 avec	 un	 diamètre	moyen	 variant	 entre	 6,8	µm	 et	 9,6	µm	 et	 des	
efficacités	de	microencapsulation	élevées	variant	de	77	%	à	93	%.	Dans	le	cas	des	deux	extraits	
protéiques	 étudiés,	 l’augmentation	 de	 la	 pression	 d’homogénéisation	 entraîne	 une	 diminution	
de	 la	viscosité	de	 l’émulsion	et	de	 la	 taille	des	microparticules	 (surtout	dans	 le	cas	de	 l’extrait	
protéique	de	soja).	D’autre	part,	ce	paramètre	mécanique	n’a	pas	d’influence	remarquable	sur	la	
taille	 des	 gouttelettes	dans	 l’émulsion,	 le	 taux	d’humidité	des	microparticules	 obtenues	ni	 sur	
l’efficacité	 de	 microencapsulation.	 Enfin,	 les	 deux	 extraits	 protéiques	 se	 révèlent	 être	 des	
matériaux	 enrobants	 efficaces	 pour	 l’encapsulation	 de	 l’‐tocophérol	 par	 la	 technique	
d’atomisation.	De	plus,	 l’extrait	protéique	de	tournesol	montre	de	meilleurs	résultats	en	terme	
d’efficacité	 de	 microencapsulation	 (par	 rapport	 à	 l’extrait	 protéique	 de	 soja),	 ce	 qui	 est	
encouragent	pour	la	suite	de	notre	étude.	
Chapitre II. Protéines Végétales : Caractérisation et Application en Microencapsulation 
 
 109
Pour	 la	 suite	 de	 ce	 travail,	 nous	 avons	 choisi	 de	 travailler	 dans	 des	 conditions	 intermédiaires	




II.5.5.	 Influence	 du	 ratio	 matière	 enrobante/matière	 active	 (extrait	 protéique/‐
tocophérol)	
Le	 taux	 d’encapsulation	 des	 microparticules	 peut	 être	 variable	 en	 fonction	 de	 l’application	
envisagée.	 Par	 exemple,	 pour	 les	médicaments	 et	 les	 produits	 pharmaceutiques,	 ces	 quantités	
sont	très	faibles,	alors	que	pour	les	produits	alimentaires	elles	peuvent	être	plus	importantes.		
Afin	 d’étudier	 l’influence	 du	 ratio	 matière	 enrobante/matière	 active	 sur	 le	 procédé	 de	
microencapsulation	 et	 sur	 les	 propriétés	 des	 microparticules,	 quatre	 rapports	 extrait	
protéique/‐tocophérol	différents	ont	été	utilisés	:	1/0,5,	1/1,	1/2	et	1/4.	Pour	ces	expériences,	




Toutes	 les	 émulsions	 ont	 été	 stabilisées	 par	 homogénéisation	 sous	 haute	 pression	 (50	MPa,	 2	
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Lors	 du	 passage	 du	 ratio	 matière	 enrobante/matière	 active	 de	 1/0,5	 à	 1/4,	 la	 concentration	






l’écrémage	 de	 la	 floculation	 (agrégation	 des	 gouttelettes)	 et	 de	 la	 coalescence	 (fusion	 des	
gouttelettes).	 Plus	 l’écrémage	 est	 important	 dans	 une	 émulsion,	 plus	 elle	 s’approche	 de	 l’état	
inverse,	quand	la	phase	dispersée	devient	la	phase	continue	et	inversement.	Cependant	quand	la	
viscosité	de	la	phase	dispersée	est	plus	élevée	que	celle	de	la	phase	continue,	comme	c’est	le	cas	




de	 protéines	 de	 sérum	 bovin	 et	 d’huile	 de	maïs	 [332]	 ou	 encore	 de	 protéines	 de	 petit	 lait	 et	
d’huile	de	soja	[333].	
Une	 augmentation	 de	 la	 taille	 moyenne	 des	 gouttelettes	 est	 observée	 quand	 le	 ratio	 matière	
enrobante/matière	 active	 augmente	 de	 1/0,5	 à	 1/4.	 Pour	 les	 émulsions	 à	 base	 d’extrait	
protéique	de	soja,	 le	diamètre	moyen	augmente	de	1,06	µm	à	1,32	µm	et	pour	 les	émulsions	à	




















































Avec	 l’augmentation	 de	 la	 quantité	 d’‐tocophérol	 dans	 la	 solution	 protéique,	 la	 densité	 des	
gouttelettes	 par	 unité	 de	 volume	 de	 l’émulsion	 augmente.	 Même	 si	 pendant	 l’étape	
d’homogénéisation	 sous	 haute	 pression,	 l’‐tocophérol	 est	 bien	 dispersé,	 la	 proximité	 des	





Figure	 II	 ‐	 21.	 Microscopie	 optique	:	 influence	 du	 ratio	 extrait	 protéique/‐tocophérol	 sur	 la	
morphologie	des	émulsions	;	(a)	PS/T	et	(b)	PT/T.	Barre	d’échelle	–	10	µm.	
	




sont	 déformées	 vers	 une	 morphologie	 plate,	 ce	 qui	 entraîne	 une	 augmentation	 de	 leur	 taille	
pendant	la	visualisation.	Néanmoins	l’homogénéité	et	la	stabilité	des	émulsions	sont	bonnes,	la	
1/0,5 1/1 1/2 1/4
b b b b 
1/0,5 1/1 1/2 1/4
a a a a 







Les	 propriétés	 des	 microparticules	 obtenues	 après	 atomisation	 sont	 rassemblées	 dans	 le	
Tableau	II	‐	12.	Nous	pouvons	remarquer	que	l’augmentation	de	la	proportion	de	l’‐tocophérol	
dans	l’émulsion	provoque	une	diminution	du	rendement	d’atomisation	et	du	taux	d’humidité	des	











1/0,5	 67,9	 79,7±1,0d	 26,3±0,3e	 5,5	 9,3±0,2e	
1/1	 59,6	 92,6±3,1c	 46,6±1,5c	 5,0	 12,0±0,3d	
1/2	 58,4	 96,4±2,4bc	 63,6±1,5b	 3,5	 15,9±0,2c	PS
/T
	
1/4	 46,9	 103,7±0,7a	 83,0±0,5a	 2,1	 80,6±1,0a	
1/0,5	 70,0	 92,6±1,8c	 30,5±0,6d	 5,5	 6,9±0,03f	
1/1	 68,5	 93,4±1,6bc	 46,7±0,8c	 4,5	 8,3±0,3ef	
1/2	 62,6	 99,7±3,2ab	 65,8±2,1b	 3,0	 8,8±0,5ef	PT
/T
	




La	 réduction	 du	 rendement	 d’atomisation	 peut	 être	 expliquée	 de	 la	manière	 suivante.	 Plus	 la	
proportion	 d’‐tocophérol	 est	 élevée,	 plus	 les	 gouttelettes	 dispersées	 par	 atomiseur	 sont	
chargées	en	huile.	Une	fraction	importante	d’‐tocophérol	peut	donc	se	retrouver	en	surface	des	
microparticules,	surtout	dans	les	préparations	qui	sont	plus	concentrées	en	‐tocophérol	qu’en	
protéines	 (ratios	 1/2	 et	 1/4).	 A	 cause	 de	 la	 présence	 de	 cette	 huile	 de	 surface,	 les	 particules	
deviennent	plus	collantes	et	adhérent	aux	parois	de	l’appareil	plus	facilement.	
Ce	 raisonnement	 est	 également	 valable	 pour	 l’augmentation	 de	 la	 taille	 moyenne	 des	
microparticules.	 En	 raison	 de	 la	 présence	 de	 l’huile	 à	 la	 surface	 des	 particules,	 leur	
agglomération	est	facilitée	(Figure	II	‐	22).	Cette	agglomération	est	peu	marquée	et	progressive	
jusqu’au	 ratio	 extrait	 protéique/‐tocophérol	 de	 1/2.	 Pour	 les	 ratios	 les	 plus	 élevés	 (1/4),	 on	
observe	une	agglomération	beaucoup	plus	 forte	 et	un	diamètre	moyen	de	particules	multiplié	
par	plus	de	5	par	rapport	à	celui	des	particules	réalisées	avec	un	ratio	1/0,5.	












































La	 fraction	 d’extrait	 protéique	 dans	 les	 microparticules	 diminue	 avec	 l’augmentation	 de	 la	
proportion	 d’‐tocophérol.	 Cela	 entraîne	 la	 réduction	 du	 taux	 d’humidité	 des	microparticules	
car	 seules	 les	 chaînes	 protéiques	 (et	 les	 polysaccharides	 présents	 dans	 l’extrait	 protéique)	
retiennent	les	molécules	d’eau.		
En	ce	qui	concerne	l’efficacité	de	microencapsulation,	nous	observons	son	augmentation	jusqu’à	
des	 valeurs	 proches	 ou	 supérieures	 à	 100	%.	 La	 rétention	 de	 la	 matière	 active	 par	 les	 deux	
matières	 enrobantes	 protéiques	 utilisées	 est	 efficace,	 d’autant	 plus	 que	 la	 concentration	 en	
matière	active	est	élevée.	
Les	 valeurs	 du	 taux	 de	 microencapsulation	 montrent	 que	 les	 microparticules	 préparées	 par	
atomisation	 à	 base	 d’extraits	 protéiques	 peuvent	 être	 chargées	 en	matière	 active	 jusqu’à	 79‐
83	%.	Cela	 signifie	que	 les	microparticules	 contiennent	quatre	 fois	plus	d’‐tocophérol	que	de	
protéines,	tout	en	restant	bien	individualisées.	Ce	résultat	peut	être	très	intéressant	à	exploiter	;	
il	 permet,	 par	 exemple,	 de	 convertir	 les	matières	 liquides	 sous	 forme	 de	 poudres	 hautement	
chargées.	En	comparant	nos	résultats	avec	ceux	décrits	dans	la	littérature,	le	taux	de	chargement	
en	 matière	 active	 des	 microparticules	 préparées	 par	 atomisation	 varie	 de	 10	%	 à	 50	%	















Figure	 II	 ‐	23.	 Images	MEB	de	 la	morphologie	des	microparticules	(a)	PS/T	ratio	1/0,5,	(b)	PS/T	
ratio	1/1,	(c)	PT/T	ratio	1/2	et	(d)	PT/T	ratio	1/4.	Barre	d’échelle	–	3	µm.	
	
La	 structure	 interne	 des	 particules	 cassées	 confirme	 les	 hypothèses	 avancées	 précédemment	
(Paragraphe	 II.3.6).	 Lors	 de	 la	 phase	 d’atomisation,	 les	 protéines	 (grâce	 aux	 propriétés	
tensioactives)	 se	 placent	 à	 l’interface	 air/eau.	 Après	 l’évaporation	 de	 l’eau,	 elles	 forment	 à	 la	
surface	 des	 microparticules	 une	 enveloppe	 poreuse,	 où	 sont	 dispersées	 les	 gouttelettes	 d’‐
tocophérol.	 Avec	 l’augmentation	 de	 la	 proportion	 d’‐tocophérol,	 les	microgouttes	 dispersées	
par	 la	 buse	 de	 l’atomiseur	 sont	 plus	 concentrées	 en	 huile.	 Chaque	 gouttelette	 d’huile	 est	
entourée	 par	 des	 chaînes	 protéiques,	 ainsi	 pendant	 le	 séchage,	 la	 matrice	 formée	 est	 plus	
poreuse.	Cette	porosité	est	plus	élevée	quand	le	pourcentage	d’‐tocophérol	augmente.	Selon	les	
images	 MEB,	 la	 taille	 de	 la	 majorité	 des	 microparticules	 varie	 entre	 2	µm	 et	 20	µm,	 ce	 qui	
confirme	les	mesures	effectuées	par	granulométrie.	
d d d 
c c c 
b b b 
a a a 
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Figure	 II	 ‐	24.	Courbes	 thermogravimétriques	des	microparticules	PS/T	avec	des	 ratios	matière	
enrobante/matière	active	de	1/0,5,	1/1,	1/2	et	1/4.	
	
Pour	 conclure	 sur	 cette	 partie,	 le	 ratio	 matière	 enrobante/matière	 active	 joue	 un	 rôle	 très	
important	dans	le	procédé	de	microencapsulation.	Ce	ratio	influence	les	propriétés	essentielles	
des	 émulsions	 (taille	 des	 gouttelettes,	 viscosité)	 et	 des	 microparticules	 (taille	 des	 particules,	






Toutes	 les	 émulsions	 étudiées	 auparavant	 ont	 été	préparées	 à	partir	 d’une	 solution	protéique	
concentrée	 à	 8	%	w/w.	 Cependant,	 nous	 avons	 observé	 une	 morphologie	 agglomérée	 des	
émulsions	à	base	d’extrait	protéique	de	tournesol	par	rapport	à	celles	à	base	d’extrait	protéique	
de	 soja	 (Figure	 II	 ‐	 16,	 Figure	 II	 ‐	 17).	 Ainsi,	 pour	 mieux	 comprendre	 l’origine	 de	 cette	
agglomération,	 une	 émulsion	 a	 été	 préparée	 à	 partir	 d’une	 solution	 protéique	 de	 tournesol	 à	
6	%	w/w.	 Le	 même	 ratio	 extrait	 protéique/‐tocophérol	 que	 précédemment	 de	 1/0,5	 a	 été	









Les	 résultats	des	essais	 réalisés	sont	présentés	dans	 le	Tableau	 II	 ‐	13	et	 sur	 la	Figure	 II	 ‐	25.	
Nous	 pouvons	 constater	 que	 la	 diminution	 de	 la	 concentration	 en	 extrait	 protéique	 dans	 la	
solution	 se	 traduit	 par	 la	 réduction	 de	 la	 viscosité	 de	 l’émulsion	 et	 du	 diamètre	 moyen	 des	
gouttelettes	d’huile.	
	









8	 250	 36,1	 1,28	
















extrait protéique à 8 % w/w
extrait protéique à 6 % w/w
	







à	 une	 concentration	 initiale	 en	 extrait	 protéique	 de	 8	%	w/w)	 comme	 le	montrent	 les	 images	
obtenues	 précédemment	 par	microscopie	 optique	 (Figure	 II	 ‐	 16,	 Figure	 II	 ‐	 17).	 Le	 diamètre	
moyen	 des	 gouttelettes	 en	 émulsion	 est	 lui	 aussi	 réduit	 de	 1,28	µm	 à	 0,81	µm	 lorsque	 la	
concentration	 initiale	 en	 extrait	 protéique	 est	 plus	 faible.	 Il	 est	 probable	 que	 dans	 l’émulsion	
plus	concentrée,	 la	coalescence	des	gouttelettes	est	 légèrement	plus	importante	du	fait	de	 leur	
proximité	dans	le	réseau	polymérique	aggloméré.	
	













Le	 Tableau	 II	 ‐	 14	 présente	 le	 rendement	 d’atomisation	 et	 les	 propriétés	 des	microparticules	
obtenues	à	partir	des	émulsions	étudiées	dans	 le	paragraphe	précédent.	Les	 résultats	obtenus	
après	atomisation	démontrent	que	la	concentration	de	la	solution	protéique	n’a	pas	d’influence	




Tableau	 II	 ‐	 14.	 Influence	 de	 la	 concentration	 de	 la	 solution	 protéique	 sur	 le	 rendement	
d’atomisation	et	les	propriétés	des	microparticules	PT/.	
Concentration	de	la	solution	
protéique*,	%	w/w	 RA,	%	 EME,	%	 TME,	%	
Diamètre	
moyen,	µm	
8	 70,0	 92,6±1,8	 30,5±0,6	 6,9±0,03	
6	 67,4	 70,5±2,8	 23,3±0,9	 6,7±0,05	
*	–	ratio	extrait	protéique/T	de	1/0,5	
	
Pendant	 l’étape	 d’émulsification,	 de	 par	 leurs	 propriétés	 tensioactives,	 les	 chaînes	 protéiques	
s’adsorbent	à	la	surface	des	gouttelettes	de	l’‐tocophérol.	La	matière	active	ainsi	entourée	par	
les	 chaînes	 polymériques	 de	 la	 matière	 enrobante	 est	 protégée	 pendant	 l’atomisation.	 Il	 est	
probable	 que,	 pour	 le	 même	 ratio	 matière	 enrobante/matière	 active,	 cette	 protection	 est	
meilleure	dans	le	cas	d’une	émulsion	plus	visqueuse.	Selon	Ré	[334],	dans	une	émulsion	à	faible	
viscosité,	 le	 mouvement	 des	 gouttelettes	 de	 la	 matière	 active	 liquide	 est	 plus	 rapide,	 ce	 qui	
1 heure 1 jour 1 semaine 





La	 Figure	 II	 ‐	 27	 représente	 les	 images	 obtenues	 par	 MEB	 des	 microparticules	 extrait	
protéique/‐tocophérol	 préparées	 à	 partir	 des	 émulsions	 avec	 les	 solutions	 protéiques	
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Après	 avoir	 étudié	 et	 démontré	 les	 bonnes	 propriétés	 de	 microencapsulation	 des	 extraits	
protéiques	 de	 soja	 et	 de	 tournesol	 vis‐à‐vis	 d’une	 matière	 active	 hydrophobe,	 nous	 avons	



























ces	 préparations	 est	 le	 caractère	 acide	 du	 principe	 actif,	 qui	 influence	 la	 conformation	 des	
protéines	en	milieu	aqueux	et	favorise	leur	précipitation.	





six	 préparations	 ont	 été	 réalisées	 dans	 différentes	 conditions	 (Tableau	 II	 ‐	 15).	 Selon	 ces	
conditions	:	
 l’acide	 ascorbique	 est	 ajouté	 dans	 la	 solution	 protéique	 sans	 ajustement	 du	 pH	
final	(PS/AA	1	et	PS/AA	2)	;	
 l’acide	ascorbique	est	ajouté	dans	 la	 solution	protéique	avec	ajustement	du	pH	 final	 et	
resolubilisation	de	la	fraction	protéique	(PS/AA	3	et	PS/AA	4)	;	
 l’extrait	protéique	et	 l’acide	ascorbique	sont	mis	en	solution	et	 le	pH	de	 la	solution	est	
ajusté	à	10,5	avant	l’agitation	(PS/AA	5	et	PS/AA	6).	
Les	préparations	liquides	sont	réalisées	à	partir	d’une	solution	protéique	concentrée	à	8	%	w/w,	
le	 ratio	 l’extrait	 protéique/acide	 ascorbique	 est	 de	 1/0,5.	 Les	 solutions	 (traitées	 par	
homogénéisation	sous	haute	pression	ou	non)	sont	ensuite	atomisées.	
	




PS/AA	1	 PS/AA	2	 PS/AA	3	 PS/AA	4	 PS/AA	5	 PS/AA	6	
pH	 6,8	 6,8	 6,8	 10,5	 ‐	 ‐	Solution	
PS	 T,	°C	 25	 25	 25	 70	 ‐	 ‐	
pH	 ‐	 ‐	 ‐	 ‐	 10,5	 10,5	Solution	
PS+AA	 T,	°C	 ‐	 ‐	 ‐	 ‐	 70	 70	
pH	de	la	solution	finale	 3,8	 3,8	 3,8→10,4	 4,4→9,4	 10,2	 10,2	
Homogénéisation	à	50	MPa	 non	 oui	 oui	 oui	 oui	 non	
	
II.6.3.	Microencapsulation	de	l’acide	ascorbique	et	propriétés	des	microparticules	 	
Le	 Tableau	 II	 ‐	 16	 rassemble	 les	 principaux	 résultats	 concernant	 l’encapsulation	 de	 l’acide	
ascorbique	 par	 l’extrait	 protéique	 de	 soja	 effectuée	 dans	 les	 différentes	 conditions	 détaillées	
précédemment.	 L’efficacité	 de	 microencapsulation	 est	 déterminée	 par	 le	 dosage	
d’oxydoréduction	du	diiode	(Paragraphe	IV.2.4.2.2,	Annexe	V).	
D’une	manière	 générale,	 les	 résultats	 obtenus	montrent	 que	 le	 changement	 des	 conditions	 de	
préparation	 des	 solutions	 n’a	 pas	 d’influence	 notable	 sur	 la	 taille	 des	 microparticules	 et	 le	
rendement	 d’atomisation,	 à	 l’exception	 de	 l’échantillon	 PS/AA	1.	 Par	 contre,	 ces	 conditions	
influencent	la	viscosité	des	préparations	et	l’efficacité	de	microencapsulation.	
	





Paramètre	mesuré	 PS/AA	1*	 PS/AA	2*	 PS/AA	3*	 PS/AA	4*	 PS/AA	5*	 PS/AA	6*	
Viscosité	de	la	
solution,	mPa*s	 6,8	 17,1	 10,5	 11,9	 8,9	 14,3	
RA,	%	 51,6	 78,1	 80,8	 80,4	 80,7	 86,9	
EME,	%	 98,2±3,6a	 97,1±4,6a	 78,2±4,3bc	 74,9±4,8c	 88,9±5,8ab	 85,6±5,9bc	
TME,	%	 32,4±1,2a	 32,0±1,5a	 25,8±1,4bc	 24,7±1,6c	 29,3±1,9ab	 28,2±2,0bc	
Diamètre	moyen	des	
microparticules,	µm	 21,0±0,4




Les	 valeurs	 d’efficacité	 de	 microencapsulation	 les	 plus	 élevées	 sont	 obtenues	 pour	 des	
préparations	 PS/AA	1	 et	 PS/AA	2	 réalisées	 avec	 un	 pH	 final	 acide	 (3,8).	 La	 précipitation	 des	
protéines	après	l’ajout	d’acide	ascorbique	entraîne	la	formation	d’agglomérats.	La	rétention	de	la	
matière	 active	 au	 sein	 de	 ces	 agglomérats	 protéiques	 est	 ainsi	 meilleure.	 Pierruci	 et	 al.	 [84]	
notent	 qu’au	 pH	 acide,	 l’exposition	 des	 charges	 positives	 des	 acides	 aminés	 permet	 les	
interactions	 favorables	 entre	 l’acide	 ascorbique	 et	 l’extrait	 protéique	de	 pois.	 Ces	 interactions	
entraînent	 une	 amélioration	 de	 l’efficacité	 de	microencapsulation	 par	 les	 protéines	 (101,9	%)	
par	rapport	à	celle	obtenue	avec	la	carbométhylcellulose	(84,6	%).	
L’étape	d’homogénéisation	sous	haute	pression	a	aussi	un	effet	favorable	sur	le	procédé	car	elle	
permet	 d’augmenter	 le	 rendement	 d’atomisation	 de	 51,6	%	 à	 78,1	%	 (pour	 les	 préparations	




protéique	 (6,8	 et	 10,5	 respectivement),	 entraîne	 une	 réduction	 de	 l’efficacité	 de	
microencapsulation	 de	 l’acide	 ascorbique	 par	 rapport	 aux	 préparations	 PS/AA	1	 et	 PS/AA	2.	
Ainsi,	 la	resolubilisation	des	protéines	ne	permet	pas	une	aussi	bonne	protection	de	la	matière	
active	 hydrosoluble,	 que	 dans	 le	 cas	 où	 les	 chaînes	 protéiques	 sont,	 du	 moins	 partiellement,	
précipitées.	
D’autre	 part,	 les	 préparations	 PS/AA	5	 et	 PS/AA	6	 se	 montrent	 très	 efficaces	 tant	 pour	 le	
rendement	 d’atomisation	 (80,7	%	 et	 86,9	%	 respectivement)	 que	 pour	 l’efficacité	 de	
microencapsulation	 (88,9	%	et	 85,6	%	 respectivement).	Dans	 le	 cas	 de	 ces	 deux	préparations,	
l’homogénéisation	 sous	haute	pression	n’a	pas	d’influence	 remarquable	 sur	 les	propriétés	des	
microparticules.	
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la	 microencapsulation	 de	 l’acide	 ascorbique	 par	 atomisation	 (avec	 différents	 matières	
enrobantes)	montrent	des	efficacités	d’encapsulation	de	l’ordre	de	30‐40	%	pour	des	mélanges	
amidon/‐cyclodextrine	[337],	97	%	pour	la	maltodextrine	[338],	99	%	pour	la	gomme	arabique	
[339],	 101,0	%	 pour	 des	 mélanges	 carbométhylcellulose/maltodextrine	 et	 95,9	%	 pour	 des	
mélanges	extrait	protéique	de	pois/maltodextrine	[84].	
Les	 distributions	 de	 taille	 des	 microparticules	 extrait	 protéique/acide	 ascorbique	 préparées	
dans	les	différentes	conditions	sont	très	similaires,	à	l’exception	de	l’échantillon	PS/AA	1	(Figure	
II	 ‐	 29)	 qui	 possède	 des	 agglomérats	 de	 grande	 taille	 comme	 expliqué	 précédemment.	 Les	
diamètres	 moyens	 des	 microparticules	 (5‐21	µm)	 sont	 comparables	 à	 ceux	 décrits	 dans	 la	
littérature	 pour	 des	 particules	 à	 base	 d’acide	 ascorbique	 préparées	 par	 atomisation	 avec	 des	























Figure	 II	 ‐	 29.	Distributions	de	 taille	 des	microparticules	PS/AA	 préparées	 dans	 les	 différentes	
conditions.	
	
Les	 images	obtenues	par	MEB	(Figure	II	 ‐	30)	montrent	que	 les	microparticules	à	base	d’acide	
ascorbique	sont	constituées	d’une	enveloppe	dense	et	d’un	intérieur	creux.	Cette	morphologie	se	
différencie	 de	 celle	 des	 particules	 à	 base	d’‐tocophérol	 observée	précédemment.	 La	 porosité	
des	 microparticules	 réalisées	 avec	 des	 extraits	 protéiques	 et	 l’‐tocophérol	 s’explique	
principalement	par	la	présence	des	gouttelettes	de	matière	active	hydrophobe	dispersées	dans	
les	particules.	Alors	que	dans	le	cas	de	l’acide	ascorbique,	la	dispersion	de	la	poudre	cristalline	
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Nous	 pouvons	 également	 constater	 que	 les	microparticules	 issues	 de	 la	 préparation	 PS/AA	2	
possèdent	 une	 surface	 plutôt	 rugueuse,	 ce	 qui	 prouve	 la	 présence	 d’agrégats	 protéiques,	 car	
l’échantillon	 est	 préparé	 avec	 les	 protéines	 précipitées	 (pH	 3,8).	 Par	 contre,	 dans	 le	 cas	 de	
l’extrait	 protéique	 solubilisé	 avant	 atomisation	 (PS/AA	5),	 les	 microparticules	 obtenues	 sont	
sphériques	avec	une	surface	beaucoup	plus	lisse.	
Les	résultats	obtenus	dans	cette	partie	démontrent	l’efficacité	de	l’extrait	protéique	à	encapsuler	
une	 matière	 active	 hydrosoluble.	 En	 terme	 de	 rendement	 d’atomisation	 et	 d’efficacité	 de	
microencapsulation,	les	conditions	PS/AA	2	et	PS/AA	5	sont	les	plus	favorables	pour	encapsuler	










Tous	 les	 résultats	 obtenus	 au	 cours	 de	 ce	 chapitre	 permettent	 de	 conclure	 que	 la	
microencapsulation	est	un	procédé	complexe	qui	peut	être	influencé	par	plusieurs	paramètres,	
notamment	 les	 conditions	 d’émulsification,	 la	 concentration	 en	 matériau	 enrobant	 (extrait	
protéique),	la	composition	et	la	structure	des	extraits	protéiques,	la	nature	de	la	matière	active	
et	le	ratio	matière	enrobante/matière	active.	
L’étude	 menée	 sur	 l’étape	 d’émulsification	 de	 la	 matière	 active	 hydrophobe	 dans	 la	 solution	
protéique	a	permis	d’observer	que	la	pression	d’homogénéisation	influence	la	conformation	des	
chaînes	 protéiques	 et	 favorise	 leur	 déploiement	 dans	 la	 solution.	 La	 technique	
d’homogénéisation	sous	haute	pression	donne	la	possibilité	d’obtenir	des	émulsions	homogènes	
et	 stables	 jusqu’à	 une	 semaine.	 En	 outre,	 les	 bonnes	 propriétés	 de	 surface	 des	 protéines	
permettent	de	stabiliser	des	gouttelettes	d’huile	fines	(taille	proche	de	1	µm)	sans	ajout	d’agent	
tensioactif.		
Les	 deux	 extraits	 protéiques	 utilisés	 ont	 donné	 des	 résultats	 très	 satisfaisants	 en	 terme	 de	
rendement	 d’atomisation	 et	 d’efficacité	 de	 microencapsulation.	 Nous	 avons	 montré	 que	 les	
microparticules	 obtenues	 peuvent	 être	 chargées	 en	 matière	 active	 hydrophobe	 jusqu’à	
80	%	w/w.	 Ce	 résultat	 est	 assez	 remarquable,	 car	 généralement,	 les	 particules	 préparées	 par	
atomisation	contiennent	entre	10	%	et	50	%	de	la	matière	active.	Les	microparticules	obtenues	
dans	 les	 différentes	 conditions	 opératoires	 possèdent	 des	 tailles	 moyennes	 comprises	 entre	
5	µm	et	80	µm.	
La	concentration	du	matériau	enrobant	et	de	la	matière	active	(hydrophobe)	sont	les	paramètres	
essentiels	 dans	 le	 procédé	 d’encapsulation.	 L’augmentation	 de	 concentration	 de	 l’extrait	
protéique	ou	de	l’‐tocophérol	se	traduit	par	la	hausse	de	la	taille	des	gouttelettes	en	émulsion,	
de	 la	 viscosité	 de	 l’émulsion,	 de	 l’efficacité	 de	microencapsulation	 et	 du	 diamètre	moyen	 des	
microparticules.	








que	 le	 taux	 plus	 élevé	 en	 polysaccharides	 permettent	 d’obtenir	 une	 meilleure	 efficacité	 de	
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Modifications des Extraits 















Comme	décrit	 dans	 l’étude	bibliographique,	 les	modifications	 chimiques	 ou	 enzymatiques	 des	
protéines,	 telles	 que	 la	 réaction	 de	 Maillard,	 l’hydrolyse,	 la	 réticulation,	 la	 déamidation	 et	
l’acylation	 ont	 été	 étudiées	 par	 de	 nombreux	 auteurs	 (Paragraphe	 I.2.4.2).	 Ces	 modifications	

































L’hydrolyse	 enzymatique	 des	 protéines	 végétales	 est	 décrite	 comme	 une	 modification	
permettant	d’augmenter	 les	propriétés	émulsifiantes	et	moussantes,	ainsi	que	 la	solubilité	des	
isolats	protéiques	(Tableau	I	‐	8).	
En	 microencapsulation,	 la	 réduction	 de	 la	 taille	 des	 chaînes	 protéiques	 par	 hydrolyse	 et	
l’augmentation	de	la	solubilité	des	hydrolysats	pourraient	améliorer	 la	stabilité	des	émulsions.	






L’enzyme	 choisie	 dans	 notre	 travail	 pour	 hydrolyser	 des	 extraits	 protéiques	 est	 une	
endoprotéase	nommée	l’Alcalase.	Cette	enzyme	est	produite	par	la	fermentation	d’une	bactérie	
du	 sol	:	 Bacillus	 licheniformis.	 Elle	 est	 fréquemment	 utilisée	 pour	 l’hydrolyse	 des	 protéines	
d’origine	végétale	[186,187,195,196]	et	possède	certains	avantages,	tels	qu’une	grande	stabilité	
dans	le	temps,	une	facilité	d’utilisation	et	un	faible	coût.	L’activité	maximale	de	l’Alcalase	se	situe	















le	 degré	 d’hydrolyse,	 il	 est	 nécessaire	 de	 connaître	 la	 quantité	 de	 groupements	 amines	 libres	
dans	les	extraits	protéiques	natifs,	ainsi	que	la	quantité	totale	des	acides	aminés	dans	les	extraits	















0,002	 15	 4,0	 5,0	
0,005	 20	 7,3	 12,7	
0,015	 40	 13,2	 18,6	





réaction	 d’hydrolyse,	 l’extrait	 protéique	 de	 tournesol	 est	 plus	 soluble	 (Figure	 II	 ‐	 2).	 Ainsi,	





III.2.2.	 Fractionnement	 des	 extraits	 protéiques	 natifs	 et	 hydrolysés	 par	 la	 technique	
AsFlFFF	
Afin	d’étudier	la	taille	des	hydrolysats	par	rapport	aux	protéines	natives,	les	extraits	protéiques	
de	 soja	 et	 de	 tournesol	 avant	 et	 après	 l’hydrolyse	 ont	 été	 analysés	 par	 la	 technique	 AsFlFFF	






14‐15	min	 et	 à	 17‐19	min	 confirment	 la	 présence	 de	 macromolécules	 de	 grandes	 tailles	 en	
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Figure	 III	 ‐	 1.	 Fractogrammes	 AsFlFFF	 des	 extraits	 protéiques	 de	 soja	 natifs	 et	 hydrolysés	
(méthode	II,	Paragraphe	IV.2.4.3,	Annexe	VI).	
	
Sur	 le	 fractogramme	 de	 l’extrait	 protéique	 natif,	 la	 fraction	majoritaire,	 composée	 de	 chaînes	
protéiques	 de	 grande	 taille,	 se	 situe	 entre	 17‐19	 minutes.	 Cette	 population	 diminue	
significativement	 lors	 de	 l’hydrolyse,	 même	 pour	 des	 degrés	 d’hydrolyse	 relativement	 faibles	
(DH=4	%),	et	disparaît	totalement	pour	des	degrés	d’hydrolyse	supérieurs	ou	égaux	à	7	%.	
Par	contre	on	remarque	l’augmentation,	pour	les	premiers	hydrolysats	(DH=4,0	%	et	7,3	%)	de	
la	 population	 correspondant	 aux	 macromolécules	 non	 fractionnées	 (P3)	 qui	 sont	 en	 fait	 des	
agrégats	 de	 grande	 taille,	 alors	 que	 ces	 macromolécules	 ne	 sont	 pas	 observées	 sur	 le	
fractogramme	de	l’extrait	protéique	natif.		
Pour	 expliquer	 ce	phénomène,	 nous	proposons	 l’hypothèse	 suivante.	A	 l’état	 natif,	 la	majorité	
des	 chaînes	 protéiques	 se	 trouvent	 sous	 forme	 de	 macromolécules.	 Pour	 les	 faibles	 taux	
d’hydrolyse,	les	coupures	ont	probablement	lieu	sur	le	pourtour	de	la	macromolécule	protéique	
libérant	 partiellement	 des	 peptides.	 Cette	 rupture	 de	 liaisons	 intramoléculaires	 et	
intermoléculaires	conduit	au	déploiement	des	protéines	(rayon	hydrodynamique	augmente)	et	à	
l’exposition	de	fonctions	SH	à	l’environnement.	Ces	dernières	peuvent	alors	réagir	avec	d’autres	
fonctions	 SH	 pour	 créer	 de	 nouvelles	 liaisons	 intermoléculaires	 (rayon	 hydrodynamique	
augmente).	Ainsi,	les	macromolécules	des	extraits	protéiques	de	soja	faiblement	hydrolysés	ont	




















































Figure	 III	 ‐	 2.	 Changement	 de	 conformation	 des	 protéines	 de	 soja	 pendant	 l’hydrolyse	
enzymatique.	
	
Concernant	 l’extrait	 protéique	 de	 soja,	 nous	 pouvons	 observer	 que	 les	 macromolécules	 de	
l’extrait	natif	(P2)	ont	les	rayons	hydrodynamiques	les	plus	importants,	variant	entre	20	nm	et	
180	nm	avec	des	populations	majoritaires	à	40‐60	nm	et	à	130‐180	nm.	Parallèlement,	 la	taille	
de	 la	 fraction	 majoritaire	 de	 chaque	 hydrolysat	 ne	 dépasse	 pas	 100	nm.	 De	 plus,	 cette	 taille	
diminue	avec	l’augmentation	du	degré	d’hydrolyse.	
	
Les	 extraits	 protéiques	 de	 tournesol	 natifs	 et	 hydrolysés	 ont	 également	 été	 analysés	 par	 la	
technique	AsFlFFF.	Les	conditions	utilisées	pour	 l’analyse	ont	été	 identiques	à	celles	d’extraits	
protéiques	de	soja.	Les	fractogrammes	résultants	sont	présentés	sur	la	Figure	III	‐	3.	On	observe	
un	 comportement	 similaire	 à	 celui	 des	 extraits	 protéiques	 de	 soja.	 Dans	 le	 cas	 de	 l’extrait	
protéiques	natif	de	tournesol,	la	présence	d’une	fraction	de	taille	plus	élevée	est	observée	entre	
13	min	 et	 15	min.	 L’hydrolyse	 influence	 la	 réduction	de	 la	 taille	 des	 chaînes,	 la	 diminution	de	
cette	 population	 et	 son	 décalage	 vers	 la	 gauche.	 Par	 contre,	 la	 fraction	de	macromolécules	 de	




les	 macromolécules	 de	 protéines	 de	 tournesol	 ne	 subissent	 pas	 le	 même	 phénomène.	
Probablement,	 dans	 les	 conditions	 utilisées	 (pH	9,0),	 la	 structure	 des	 macromolécules	 de	
protéines	 de	 tournesol	 est	moins	 compacte.	 En	 effet,	 leur	 solubilité	 est	 supérieure	 à	 celle	 des	
protéines	 de	 soja	 au	même	 pH.	 La	 faible	 hydrolyse	 ne	 provoque	 pas	 l’effet	 de	 libération	 des	
chaînes	peptidiques.	De	plus,	la	fraction	de	cystéine	(acide	aminé	qui	participe	à	la	formation	des	
liaisons	S‐S)	est	plus	importante	dans	l’extrait	protéique	de	soja	:	0,9	g/100	g	(contre	0,5	g/100	g	







Figure	 III	 ‐	3.	Fractogrammes	AsFlFFF	des	 extraits	protéiques	de	 tournesol	natifs	 et	hydrolysés	
(méthode	II,	Paragraphe	IV.2.4.3,	Annexe	VI).	
	
Les	 tailles	des	macromolécules	de	 l’extrait	protéique	natif	de	 tournesol	varient	entre	20	nm	et	
100	nm	avec	une	fraction	majoritaire	autour	de	40‐50	nm.	Les	macromolécules	des	hydrolysats	
protéiques	 de	 tournesol	 fractionnées	 ont	 des	 rayons	 hydrodynamiques	 majoritairement	 de	
l’ordre	 de	 20‐60	nm.	 Avec	 l’augmentation	 du	 degré	 d’hydrolyse,	 la	 fraction	 de	 ces	
macromolécules	diminue	visiblement.	





les	 extraits	 protéiques	 de	 soja	 et	 de	 tournesol	 natifs	 et	 hydrolysés.	 Pour	 les	 deux	 extraits	
protéiques	 analysés,	 la	 population	 P1	 augmente	 avec	 la	 hausse	 du	 degré	 d’hydrolyse	 des	
protéines.	Cette	population	est	plus	importante	dans	les	extraits	protéiques	de	tournesol	natifs	
et	 hydrolysés	 (DH	 de	 5	%)	 par	 rapport	 à	 ceux	 de	 soja.	 En	 revanche,	 la	 population	 P3	 reste	



























































































Tableau	 III	 ‐	2.	Pourcentages	des	populations	P1	et	P3	pour	 les	PS	(a),	PT	(b)	et	des	hydrolysats	
correspondants.	
PS	 PT	
DH,	%	 P1,	%	 P3,	%	 DH,	%	 P1,	%	 P3,	%	
0	 8,3	 6,9	 0	 20,5	 13,7	
4,0	 24,9	 31,1	 5,0	 44,7	 16,4	
7,3	 34,7	 30,4	 12,7	 51,4	 10,2	
13,2	 52,5	 12,9	 18,6	 58,5	 10,9	











La	 viscosité	 des	 émulsions	 a	 été	 mesurée	 après	 l’étape	 d’homogénéisation	 et	 la	 taille	 des	
gouttelettes	dans	 les	émulsions	stabilisées	a	également	été	évaluée	 (Tableau	 III	 ‐	3).	L’analyse	
des	émulsions	a	été	réalisée	1	heure	après	l’homogénéisation	sous	haute	pression.	Comme	nous	
l’avons	expliqué	dans	le	cas	des	extraits	protéiques	natifs,	avant	l’étape	d’émulsification,	la	pré‐































4,0	 3,7	 3,6	 0,5	
‐	 250	 36,1	 1,3	
5,0	 5,6	 5,2	 1,7	
12,7	 4,0	 4,0	 1,6	


















de	 leur	 masse	 molaire.	 Cela	 aura	 une	 action	 directe	 sur	 la	 viscosité	 des	 émulsions,	 car	 les	
protéines	en	sont	les	constituants	majeurs.	
La	 présence	 de	 courtes	 chaînes	 protéiques,	 de	 par	 leurs	 propriétés	 tensioactives,	 permet	 une	
meilleure	 stabilisation	 de	 l’‐tocophérol	 dans	 l’émulsion.	 Pendant	 l’homogénéisation,	 les	
gouttelettes	 d’huile	 dispersées	 sont	 immédiatement	 entourées	 par	 les	 chaînes	 protéiques	 qui	
sont	 courtes	 et	 donc	 très	 mobiles.	 L’émulsion	 ainsi	 formée	 est	 bien	 protégée	 contre	 la	
coalescence.	
Les	 distributions	 de	 taille	 des	 gouttelettes	 d’‐tocophérol	 dans	 les	 émulsions	 avec	 l’extrait	
protéique	de	tournesol	hydrolysé	sont	présentées	sur	la	Figure	III	‐	5.	On	observe	que	quel	que	





















Figure	 III	 ‐	5.	 Influence	du	degré	d’hydrolyse	de	 l’extrait	protéique	sur	 les	distributions	de	 taille	
des	gouttelettes	de	l’‐tocophérol	en	émulsion	PT/T.	
	




Figure	 III	 ‐	6.	Microscopie	optique	:	 influence	du	degré	d’hydrolyse	de	 l’extrait	protéique	 sur	 la	
morphologie	des	émulsions	PT/T.	Barre	d’échelle	–	10	µm.	
	
DH = 5,0 % DH = 12,7 % DH = 18,6 % DH = 23,7 % 




active	 dispersée.	 Après	 l’hydrolyse,	 la	 taille	 des	 agrégats	 protéiques	 de	 tournesol	 est	




des	 tailles	 moyennes	 des	 gouttelettes	 inférieures	 à	 celles	 des	 émulsions	 avec	 les	 extraits	
protéiques	 faiblement	hydrolysés	ou	natifs.	Néanmoins,	quel	que	soit	 le	degré	d’hydrolyse,	 les	
extraits	protéiques	se	montrent	efficaces	pour	stabiliser	 les	émulsions	huile	dans	eau	avec	des	






protéines,	 une	 perte	 en	 efficacité	 de	 microencapsulation	 après	 l’hydrolyse	 est	 observée.	 La	
réduction	de	l’efficacité	est	très	importante	pour	les	isolats	protéiques	de	soja.	L’hydrolyse	des	
chaînes	protéiques	de	soja	à	un	degré	d’hydrolyse	de	seulement	4	%	entraîne	une	diminution	de	
l’efficacité	 de	 microencapsulation	 de	 50	%	 (de	 79,7	%	 à	 38,9	%).	 Pour	 l’extrait	 protéique	 de	
tournesol,	cette	réduction	de	l’efficacité	est	moins	marquée.	Elle	diminue	de	92,6	%	(particules	
avec	l’extrait	protéique	natif)	à	61,8	%	(particules	avec	l’extrait	protéique	hydrolysé	à	23,7	%).	





	 DH,	%	 RA,	%	 EME,	%	 TME,	%	 Diamètre	moyen	des	
microparticules,	µm	




4,0	 59,9	 38,9±2,4d	 12,8±0,8d	 6,3	
‐	 70,0	 92,6±1,8a	 30,5±0,6a	 6,9	
5,0	 66,5	 80,2±1,1b	 26,5±0,4b	 6,9	
12,7	 66,2	 81,9±1,5b	 27,0±0,5b	 12,0	




23,7	 60,4	 61,8±2,8c	 20,4±0,9c	 27,3	
*	–	solution	protéique	à	8	%	w/w,	ratio	extrait	protéique/T	de	1/0,5	
a‐d	–différentes	lettres	dans	la	même	colonne	indiquent	la	différence	statistique	entre	les	valeurs	moyennes	




précédemment	 (Figure	 II‐16),	 l’extrait	protéique	de	 tournesol	est	plus	aggloméré	que	 celui	de	





fraction	des	 courtes	chaînes	 (taille	 inférieure	à	10	kDa)	est	presque	deux	 fois	plus	 importante	
dans	les	extraits	protéiques	de	tournesol	(natifs	et	faiblement	hydrolysés).	Par	exemple,	pour	un	
degré	 d’hydrolyse	 de	 4‐5	%	 cette	 fraction	 des	 petites	 macromolécules	 est	 de	 44,7	%	 pour	
l’extrait	protéique	de	tournesol	et	de	24,9	%	pour	l’extrait	protéique	de	soja.	
La	 taille	 et	 la	 morphologie	 des	 macromolécules	 protéiques	 ne	 sont	 pas	 les	 seuls	 facteurs	
déterminant	 l’efficacité	 de	 procédé	 de	microencapsulation.	 D’autres	 phénomènes,	 tels	 que	 les	




que	 la	 réduction	 de	 la	 taille	 des	 macromolécules	 par	 hydrolyse	 empêche	 la	 formation	 d’une	
couche	 protectrice	 efficace	 pendant	 l’atomisation.	 Ainsi,	 une	 quantité	 non	 négligeable	 de	 la	






























Figure	 III	 ‐	7.	 Influence	du	degré	d’hydrolyse	de	 l’extrait	protéique	de	 tournesol	 sur	 l’efficacité	
d’encapsulation	et	sur	le	diamètre	moyen	de	microparticules.	
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Nous	 observons	 également,	 dans	 le	 cas	 de	 l’extrait	 protéique	 de	 tournesol,	 une	 augmentation	
significative	 du	 diamètre	 moyen	 des	 microparticules	 atomisées	 avec	 le	 degré	 d’hydrolyse	 de	
l’extrait	protéique	(Tableau	III	‐	4,	Figure	III	‐	7).	
Avec	 l’augmentation	du	degré	d’hydrolyse,	 les	propriétés	adhésives	des	protéines	 augmentent	
[341,342].	 Ainsi,	 l’agrégation	 des	 particules	 formées	 avec	 l’extrait	 protéique	 de	 tournesol	
hydrolysé	est	plus	importante	et	leur	taille	augmente.	
En	conclusion,	nous	pouvons	noter	que	l’hydrolyse	enzymatique	des	extraits	protéiques	de	soja	
et	 de	 tournesol	 par	 l’Alcalase	 n’a	 pas	 apportée	 d’amélioration	 de	 l’efficacité	 de	
microencapsulation	de	l’‐tocophérol	par	rapport	aux	protéines	natives.	Néanmoins,	nous	avons	
observé	 que	 dans	 le	 cas	 des	 protéines	 de	 tournesol,	 un	 faible	 taux	 d’hydrolyse	 diminue	
fortement	 la	 viscosité	 de	 l’émulsion	 sans	 trop	 altérer	 les	 propriétés	 de	 microencapsulation.	
Ainsi,	cette	modification	des	protéines	permet	d’augmenter	le	taux	en	matières	sèches	dans	les	
émulsions,	 tout	 en	 gardant	 une	 bonne	 stabilité	 des	 émulsions	 et	 une	 efficacité	 de	




Dans	 cette	 partie,	 l’acylation	 des	 extraits	 protéiques	 végétaux	 et	 leur	 utilisation	 en	
microencapsulation	 sont	 évaluées.	 La	 réaction	 d’acylation	 consiste	 en	 un	 greffage	 de	 chaînes	
acyles	sur	les	protéines.	
Dans	le	cas	de	la	microencapsulation,	l’intérêt	du	greffage	des	chaînes	grasses	sur	les	protéines	




Comme	 nous	 l’avons	 décrit	 dans	 la	 partie	 bibliographique,	 l’acylation	 des	 protéines	 selon	 la	
réaction	de	Schotten‐Baumann	consiste	en	un	greffage	d’une	chaîne	grasse	sur	les	groupements	
amines	libres	terminaux	ou	ceux	de	la	lysine	(Paragraphe	I.2.4.2.3).	Cette	réaction	s’effectue	en	





carboxylate	 de	 sodium	 hydrophile,	 ce	 composé	 possède	 des	 propriétés	 tensioactives.	 Les	














étudiée.	 Le	 rapport	 molaire	 NH2	 de	 protéines/chlorure	 d’acide	 gras	 utilisé	 au	 cours	 des	
expériences	 a	 été	 de	 1/0,5.	 Nous	 avons	 décidé	 d’utiliser	 ce	 ratio,	 car	 le	 but	 de	 la	





Les	 degrés	 d’acylation	 des	 extraits	 protéiques	 natifs	 sont	 comparables	 à	 ceux	 obtenus	 après	
l’acylation	 des	 protéines	 faiblement	 hydrolysées.	 D’autre	 part,	 aucune	 tendance	 remarquable	






d’acide	gras	 PS	 PT	 PS	 PT	
C8	 ‐	 ‐	 24,6	 49,7	
C12	 ‐	 ‐	 33,2	 39,7	
C12	 4,0	 5,0	 31,2	 43,3	
C16	 ‐	 ‐	 28,9	 42,2	
	
Les	meilleurs	taux	d’acylation	obtenus	avec	l’extrait	protéique	de	tournesol	peuvent	résulter	de	
plusieurs	 facteurs.	D’une	part,	à	pH	10	(pH	de	 la	réaction),	 l’extrait	protéique	de	tournesol	est	
mieux	 solubilisé	 que	 celui	 de	 soja	 (Paragraphe	 II.3.4).	 Les	 groupements	 amines	 sont	 par	
conséquent	plus	accessibles.	De	plus,	le	pKr	des	chaînes	latérales	de	la	lysine	se	situe	à	un	pH	de	
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Dans	 les	 extraits	 protéiques	 natifs,	 il	 semble	 que	 seulement	 un	 peu	 moins	 de	 la	 moitié	 des	
fonctions	amines	soient	accessibles	pour	une	acylation	dans	nos	conditions	expérimentales.	En	
effet,	les	mêmes	taux	d’acylation	sont	obtenus	que	l’on	utilise	1	équivalent	ou	0,5	équivalent	de	
chlorure	 d’acide	 gras	 par	 rapport	 aux	 fonctions	 NH2	 de	 la	 protéine.	 La	 différence	 essentielle	
entre	les	produits	obtenus	avec	un	rapport	NH2	de	protéines/chlorure	d’acide	gras	de	1/0,5	et	
1/1	se	situe	au	niveau	du	taux	de	sel	d’acide	gras	(chlorure	d’acide	gras	hydrolysé,	n’ayant	pas	
réagi	avec	 la	protéine)	présent	dans	 le	mélange	 final.	Ce	 taux	varie	de	0,01	%	w/w	à	2	%	w/w	
pour	la	stœchiométrie	de	1/0,5	et	de	4	%	w/w	à	8	%	w/w	pour	la	stœchiométrie	de	1/1.	
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Les	 résultats	 montrent	 également	 que	 l’hydrolyse	 enzymatique	 à	 faibles	 degrés	 d’hydrolyse	
favorise	l’augmentation	du	taux	de	groupements	amines	libres,	mais	aussi	leur	accessibilité	pour	











Les	 émulsions	 à	 base	 d’extraits	 protéiques	 acylés	 ont	 été	 préparées	 à	 partir	 de	 solutions	
protéiques	 à	 8	%	w/w	 et	 stabilisées	 par	 homogénéisation	 sous	 haute	 pression	 comme	 décrit	
dans	le	Paragraphe	IV.2.3.2.1.	La	viscosité	de	toutes	les	solutions	protéiques	a	été	mesurée	avant	
l’homogénéisation	et	celle	des	émulsions	–	après	l’homogénéisation	(Tableau	III	‐	6).	On	observe	
que	 l’acylation	 des	 protéines,	 quelles	 que	 soient	 la	 longueur	 de	 la	 chaîne	 d’acide	 gras	 et	 la	
stœchiométrie	utilisées,	abaisse	la	viscosité	des	solutions	avant	homogénéisation.	Dans	le	cas	de	
l’extrait	 protéique	 de	 soja	 acylé,	 l’étape	 d’homogénéisation	 n’a	 pas	 d’effet	 remarquable	 sur	 la	
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non	modifiées	 44,0	 15,1	 1,1	
C8	(1/0,5)	 16,9	 14,8	 0,7	
C8	(1/1)	 8,6	 7,9	 0,8	
C12	(1/0,5)	 9,0	 8,0	 0,7	
C12	(1/1)	 13,5	 14,5	 0,8	
C12/DH=5,0	%	
(1/0,5)	 3,5	 4,5	 0,6	
C12/DH=5,0	%	(1/1)	 5,2	 7,4	 0,6	




C16	(1/1)	 14,0	 14,8	 0,9	
non	modifiées	 250	 36,1	 1,3	
C8	(1/0,5)	 24,5	 10,0	 1,0	
C8	(1/1)	 26,5	 11,7	 0,9	
C12	(1/0,5)	 29,5	 9,5	 0,8	
C12	(1/1)	 44,5	 21,0	 1,1	
C12/DH=5,0	%	
(1/0,5)	 2,7	 4,1	 0,5	
C12/DH=5,0	%	(1/1)	 4,6	 6,3	 0,6	












l’amélioration	 des	 propriétés	 tensioactives	 des	 protéines.	 Le	 fait	 de	 diminuer	 la	 tension	
interfaciale	 entre	 les	 deux	 phases	 par	 la	 présence	 d’un	 tensioactif	 en	 émulsion,	 favorise	 la	




diamètre	 moyen	 des	 gouttelettes	 de	 l’‐tocophérol	 dans	 les	 émulsions	 (Figure	 III	 ‐	 9).	 Cette	
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PT/T	;	 l’acylation	 des	 extraits	 protéiques	 natifs	 (C8,	 C12	 et	 C16)	 ou	 hydrolysés	 (C12/DH)	 est	
effectuée	avec	un	ratio	molaire	NH2	de	protéines/chlorure	d’acide	gras	de	1/0,5.	
	
La	présence	des	 courtes	 chaînes	d’hydrolysat	protéique,	 ainsi	que	des	molécules	 tensioactives	
dans	 l’échantillon	 acylé,	 permet	 de	 mieux	 disperser	 la	 phase	 hydrophobe	 pendant	









avec	 les	extraits	protéiques	acylés	et	 l’‐tocophérol,	 les	émulsions	 formées	sont	homogènes	et	
C8 C12 C12/DH=4,0 % C16 
C8 C12 C12/DH=5,0 % C16
a 
b 
a a a 
b b b 
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que	 la	matière	 active	 est	 bien	 dispersée.	 Les	 tailles	 des	 gouttelettes	 observées	 confirment	 les	
valeurs	de	diamètre	moyen	obtenues	par	granulométrie.	
Les	 résultats	 obtenus	 montrent	 que	 les	 extraits	 protéiques	 végétaux	 modifiés	 par	 acylation	





Les	 émulsions	 obtenues	 avec	 les	 extraits	 protéiques	 acylés	 et	 l’‐tocophérol	 ont	 ensuite	 été	
séchées	 par	 atomisation,	 afin	 d’obtenir	 des	 microparticules.	 Le	 rendement	 du	 procédé	
d’atomisation,	 ainsi	 que	 les	 propriétés	 des	microparticules	 produites	 sont	 rassemblés	 dans	 le	
Tableau	III	‐	7	et	le	Tableau	III	‐	8.	Les	résultats	obtenus	montrent	que	l’acylation	des	protéines	
n’influence	pas	le	rendement	d’atomisation	d’une	manière	significative.	Toutefois,	nous	pouvons	
remarquer	 que	 les	 rendements	 d’atomisation	 sont	 plus	 élevés	 pour	 les	 préparations	 à	 base	
d’extrait	protéique	de	tournesol.	
L’efficacité	 de	 microencapsulation,	 quant	 à	 elle,	 est	 améliorée	 après	 l’acylation	 des	 extraits	
protéiques.	 Quels	 que	 soient	 la	 longueur	 de	 la	 chaîne	 grasse	 ou	 le	 rapport	 NH2	 de	
protéines/chlorure	d’acide	gras,	 les	valeurs	d’efficacité	d’encapsulation	 sont	plus	élevées	pour	
les	préparations	à	base	d’extraits	protéiques	acylés	(par	rapport	aux	extraits	protéiques	natifs).	
Parmi	 tous	 les	 extraits	 protéiques	 modifiés,	 les	 plus	 efficaces	 pour	 l’encapsulation	 de	 l’‐




















protéiques**	 RA,	%	 EME,	%	 TME,	%	
Diamètre	moyen	des	
microparticules,	µm	
non	modifiées	 67,9	 79,7±1,0d	 26,3±0,3d	 9,3±0,2a	
C8	(1/0,5)	 66,1	 83,0±1,4cd	 27,4±0,5cd	 7,6±0,2cd	
C8	(1/1)	 70,6	 90,9±1,1ab	 30,0±0,4ab	 8,0±0,2bcd	
C12	(1/0,5)	 66,1	 94,8±2,2a	 31,3±0,7a	 7,7±0,2bcd	
C12	(1/1)	 60,4	 88,1±2,6b	 29,1±0,9b	 7,4±0,1d	
C12/DH=4,0	%	(1/0,5)	 67,0	 87,4±3,9bc	 28,8±1,3bc	 8,0±0,2bc	
C12/DH=4,0	%	(1/1)	 64,6	 88,9±3,5b	 29,3±1,3b	 6,9±0,3e	












protéiques**	 RA,	%	 EME,	%	 TME,	%	
Diamètre	moyen	des	
microparticules,	µm	
non	modifiées	 70,0	 92,6±1,8c	 30,5±0,6c	 6,9±0,03e	
C8	(1/0,5)	 71,7	 97,9±2,8abc	 32,3±1,0abc	 7,4	±0,2de	
C8	(1/1)	 70,8	 97,0±1,7abc	 32,0±0,5abc	 8,5±0,3d	
C12	(1/0,5)	 70,4	 99,5±2,4ab	 32,9±0,8ab	 7,7±0,2de	
C12	(1/1)	 69,5	 100,8±1,6a	 33,3±0,6a	 7,3±0,1de	
C12/DH=5,0	%	(1/0,5)	 66,4	 99,4±2,6ab	 32,8±0,8ab	 13,3±1,1b	
C12/DH=5,0	%	(1/1)	 67,3	 99,8±1,7ab	 32,9±0,6ab	 16,8±0,1a	












cas	 des	 émulsions	 étudiées,	 nous	 pouvons	 imaginer	 que	 les	microdomaines	 hydrophobes	 des	
protéines	 s’orientent	 vers	 les	 gouttelettes	 d’‐tocophérol,	 elles	 aussi	 hydrophobes.	 Ce	
comportement	favorise	l’affinité	des	protéines	avec	la	matière	active	hydrophobe.	Ainsi,	pendant	
l’atomisation,	 les	 chaînes	 de	 protéines	 acylées	 enrobent	mieux	 les	 gouttelettes	 d’‐tocophérol	
























de	 la	 diminution	 de	 la	 longueur	 des	 chaînes	 macromoléculaires.	 Mais	 après	 l’acylation,	 les	
extraits	protéiques	faiblement	hydrolysés	(DH	4‐5	%)	présentent	des	propriétés	encapsulantes	




















avec	 l’‐tocophérol.	 Quand	 les	 courtes	 chaînes	 protéiques	 sont	 acylées,	 elles	 entourent	 les	
gouttelettes	 de	 l’‐tocophérol	 de	 manière	 efficace	 en	 les	 protégeant	 mieux	 pendant	
l’atomisation.	
Bien	que	d’après	les	résultats	rassemblés	dans	le	Tableau	III	‐	7	et	le	Tableau	III	‐	8	les	valeurs	de	
diamètres	 moyens	 des	 microparticules	 sont	 significativement	 différentes,	 les	 distributions	 de	
taille	 présentées	 sur	 la	 Figure	 III	 ‐	 13	 montrent	 que	 pour	 chaque	 échantillon,	 la	 population	








































Figure	 III	 ‐	13.	Distributions	de	 taille	des	microparticules	 (a)	PS/T	 et	 (b)	PT/T	;	 l’acylation	des	




sans	 hydrolyse)	 est	 présentée	 sur	 les	 images	 MEB	 (Figure	 III	 ‐	 14).	 La	 structure	 des	
microparticules	est	similaire	à	celle	des	particules	obtenues	avec	 les	extraits	protéiques	natifs,	
observée	 précédemment	 (Figure	 II	 –	 27a).	 Les	 particules	 produites	 par	 atomisation	 ont	 une	
morphologie	 sphérique	 avec	 une	 surface	 lisse.	 L’intérieur	 creux	 avec	 des	 bords	 poreux	 des	
particules	permet	de	visualiser	l’emplacement	de	la	matière	active.	L’hydrolyse	et	la	longueur	de	













Dans	 le	 paragraphe	 précédent,	 les	 extraits	 protéiques	 de	 soja	 et	 de	 tournesol	 acylés	 par	 le	
chlorure	 de	 dodécanoyle	 (C12)	 ont	 montré	 des	 résultats	 sensiblement	 supérieurs	 à	 ceux	 des	
extraits	protéiques	natifs,	 surtout	du	point	de	vue	de	 l’efficacité	de	microencapsulation	de	 l’‐
tocophérol.	 C’est	 pourquoi	 les	 extraits	 protéiques	 acylés	 par	 le	 C12	 (ratio	 molaire	 NH2	 de	
protéines/chlorure	 de	 1/0,5)	 ont	 été	 choisis	 pour	 des	 essais	 supplémentaires,	 avec	 différents	
ratios	matière	enrobante/matière	active.	
Les	résultats	des	expériences	réalisées	sont	présentés	dans	 le	Tableau	 III	 ‐	9.	Pour	 les	extraits	
protéiques	acylés	comme	pour	les	extraits	protéiques	natifs	(Paragraphe	II.5.5),	l’augmentation	
du	 taux	 d’‐tocophérol	 dans	 l’émulsion	 provoque	 une	 hausse	 de	 viscosité	 et	 la	 réduction	 du	
rendement	 d’atomisation.	 Quand	 la	 proportion	 de	 la	 matière	 active	 augmente,	 de	 légères	







C8 C12/DH=5,0 % 
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Tableau	 III	 ‐	 9.	 Influence	 du	 ratio	 matière	 enrobante/matière	 active	 sur	 les	 propriétés	 des	
émulsions	et	des	microparticules	PS/T	et	PT/T	à	base	des	extraits	protéiques	acylés	avec	C12.	
PS/T*	 PT/T*	Ratio	extrait	
protéique/‐tocophérol	 1/0,5	 1/1	 1/2	 1/0,5	 1/1	 1/2	
Viscosité	d’émulsion,	
mPa*s	 8,0	 13,5	 19,3	 9,5	 16,0	 42,1	
Diamètre	moyen	des	
gouttelettes,	µm	 0,7	 0,8	 0,8	 0,8	 0,9	 1,1	
RA,	%	 66,1	 64,6	 60,0	 70,4	 68,7	 59,7	
EME,	%	 94,8±2,2b	 95,1±4,3b	 107,8±4,5a	 99,5±2,4b	 98,7±1,6b	 99,9±2,2ab	
TME,	%	 31,3±0,7d	 47,6±2,2c	 71,9±3,0a	 32,9±0,8d	 49,4±0,8c	 65,7±1,2b	
Diamètre	moyen	des	
microparticules,	µm	 7,7±0,2




Les	 tendances	 observées	 dans	 les	 résultats	 peuvent	 être	 expliquées	 par	 des	 raisonnements	
similaires	à	ceux	donnés	pour	les	extraits	protéiques	natifs.	La	hausse	de	 la	viscosité	est	 liée	à	











































PT/T	 à	 base	 d’extraits	 protéiques	 acylés	 (chlorure	 d’acide	 gras	 C12,	 ratio	 NH2	 de	
protéines/chlorure	de	1/0,5).	
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La	 diminution	 du	 rendement	 d’atomisation	 et	 l’augmentation	 du	 diamètre	 moyen	 des	
microparticules	(Figure	III	‐	16)	avec	la	hausse	du	ratio	d’‐tocophérol	dans	le	système	peuvent	
être	expliquées	par	une	proportion	plus	importante	de	l’‐tocophérol	à	la	surface	des	particules.	









































Les	 extraits	 protéiques	 de	 soja	 et	 de	 tournesol	 acylés	 représentent	 des	 agents	 enrobants	
efficaces	 pour	 la	 microencapsulation	 de	 l’‐tocophérol	 quel	 que	 soit	 le	 ratio	 matière	
enrobante/matière	active	utilisé.	Les	valeurs	de	l’efficacité	de	microencapsulation	obtenues	sont	
proches	 ou	 supérieures	 à	 100	%.	 D’autre	 part,	 les	 valeurs	 de	 taux	 d’encapsulation	 obtenues	
montrent	que	les	particules	à	base	d’extraits	protéiques	acylés	peuvent	être	chargées	en	matière	
active	jusqu’à	70	%	w/w.	
Les	 images	 MEB	 des	microparticules	 avec	 différents	 ratios	matière	 enrobante/matière	 active	
sont	 rassemblées	 sur	 la	 Figure	 III	 ‐	 17.	 Nous	 observons	 que	 les	 particules	 à	 base	 d’extraits	
protéiques	acylés	sont	sphériques	et	ne	présentent	pas	de	fissures	en	surface.	La	porosité	de	la	
partie	 interne	 des	 microparticules	 est	 plus	 importante	 quand	 le	 pourcentage	 d’‐tocophérol	


















tocophérol,	 en	 particulier	 pour	 un	 ratio	matière	 enrobante/matière	 active	 de	 1/0,5.	 En	 effet,	
pour	 les	 ratios	 de	 matière	 active	 hydrophobe	 plus	 élevés	 de	 1/1	 et	 1/2,	 l’efficacité	 de	
1/2  1/2 
1/2 1/2 
1/1 1/1 1/1 
1/0,5 1/0,5 1/0,5 














Les	 conditions	 opératoires	 de	 microencapsulation	 correspondent	 à	 l’expérience	 PS/AA	5	
(Tableau	 II	 –	 15),	 car	 elles	 permettent	 d’obtenir	 un	 bon	 rendement	 d’atomisation	 et	 une	
efficacité	de	microencapsulation	élevée	(dans	le	cas	de	l’extrait	protéique	natif).	
Les	résultats	obtenus	(Tableau	III	 ‐	10)	montrent	que	 l’acylation	de	 l’extrait	protéique	de	soja,	
quel	que	soit	l’acide	gras	utilisé,	diminue	l’efficacité	de	microencapsulation	de	l’acide	ascorbique	
par	 atomisation	 d’à	 peu	 près	 de	 30	%.	 Par	 contre,	 aucun	 effet	 significatif	 n’a	 été	 observé	





Paramètre	mesuré	 PS/AA*	 PS(C8)/AA*	 PS(C12)/AA*	 PS(C16)/AA*	
TA,	%	 ‐	 24,6	 33,2	 28,9	
Viscosité,	mPa*s	 8,9	 9,1	 9,8	 7,5	
RA,	%	 80,7	 74,5	 76,7	 75,2	
EME,	%	 88,9±5,8a	 55,1±2,4c	 57,3±4,1c	 64,6±2,3b	
TME,	%	 29,3±1,9a	 18,2±0,8c	 18,9±1,4c	 21,3±0,8b	
Diamètre	moyen	des	
microparticules,	µm	 5,1±0,2





du	 caractère	 hydrophobe	 des	 extraits	 protéiques	 par	 acylation	 influence	 leur	 affinité	 avec	 les	
matières	actives.	L’acide	ascorbique	(matière	hydrophile)	possède	une	affinité	moindre	avec	les	
extraits	protéiques	acylés	par	rapport	aux	extraits	protéiques	natifs.	Par	conséquent,	 l’absence	
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d’interactions	 physico‐chimiques	 entre	 la	 matière	 enrobante	 et	 la	 matière	 active	 font	 que	 la	
rétention	de	cette	dernière	est	plus	faible	pendant	la	formation	des	particules,	ce	qui	influence	la	
diminution	de	l’efficacité	de	microencapsulation.	
Concernant	 cette	 partie,	 nous	 pouvons	 conclure	 que	 le	 greffage	 de	 chaînes	 grasses	 sur	 les	
protéines	 de	 soja	 et	 de	 tournesol	 par	 acylation	 permet	 d’améliorer	 leurs	 propriétés	
tensioactives.	 Dans	 le	 cas	 d’une	 matière	 active	 hydrophobe,	 cela	 se	 traduit	 par	 l’obtention	
d’émulsions	 avec	 des	 gouttelettes	 de	 tailles	 plus	 petites.	 Après	 l’acylation,	 l’augmentation	 du	
caractère	hydrophobe	des	extraits	protéiques	est	confirmée	par	des	efficacités	d’encapsulation	
plus	 importantes	 pour	 une	 matière	 active	 hydrophobe	 par	 rapport	 à	 un	 principe	 actif	
hydrophile.	Ainsi,	cette	modification	s’avère	pertinente,	car	elle	permet	d’augmenter	le	taux	du	





covalentes	 entre	 les	 chaînes	 macromoléculaires.	 Dans	 le	 cas	 de	 la	 microencapsulation,	 la	
réticulation	 du	matériau	 enrobant	 est	 utilisée	 pour	 augmenter	 les	 propriétés	mécaniques	 des	
microparticules	et/ou	augmenter	leur	pouvoir	de	rétention.	
Afin	 que	 la	 réaction	 effectuée	 réponde	 aux	 critères	 de	 la	 chimie	 verte,	 la	 réticulation	
enzymatique	a	été	préférée	à	la	réticulation	par	un	agent	chimique.	L’enzyme	largement	utilisée	
et	 étudiée	 pour	 la	 réticulation	 des	 protéines	 végétales	 est	 la	 transglutaminase	
(Paragraphe	I.2.4.2.5)	 [14,69,198,201,202,204‐206,211,212].	 Cette	 enzyme	 a	 l’avantage	 d’être	
non	 toxique,	accessible	et	peu	coûteuse.	Pour	ces	 raisons,	elle	est	 très	 largement	utilisée	dans	
l’industrie	alimentaire.	La	formulation	enzymatique	commerciale	utilisée	au	cours	de	ce	travail	
est	constituée	de	1	%	de	transglutaminase	dans	99	%	de	maltodextrine.	
Pour	 une	 application	 en	 microencapsulation,	 il	 est	 plus	 intéressant	 d’effectuer	 l’étape	 de	
réticulation	 après	 l’émulsification	 du	 principe	 actif	 par	 homogénéisation.	 La	 réticulation	 des	
protéines	"autour"	des	particules	de	la	matière	active	est	plus	pertinente	que	la	préparation	de	
l’émulsion	 avec	 des	 protéines	 préalablement	 réticulées.	 On	 suppose	 que	 cette	 méthode	 de	
préparation	 permettra	 une	meilleure	 protection	 de	 la	matière	 active	 et	 une	 augmentation	 de	
l’efficacité	 de	 microencapsulation.	 La	 matrice	 constituée	 de	 protéines	 réticulées	 devrait	
également	permettre	de	moduler	 les	propriétés	de	relargage	de	 la	matière	active	(par	rapport	
aux	protéines	non	réticulées).	









La	 réticulation	 des	 extraits	 protéiques	 de	 soja	 et	 de	 tournesol	 a	 été	 réalisée	 dans	 différentes	
conditions	 (Tableau	 III	 ‐	 11)	 selon	 le	 protocole	 décrit	 dans	 le	 Paragraphe	 IV.2.2.3.	 Le	 taux	 de	
réticulation	(TR)	a	été	évalué	par	le	dosage	des	fonctions	amines	par	la	méthode	OPA	(Annexe	
III).	
Les	 résultats	 obtenus	 montrent	 que	 pour	 un	 ratio	 extrait	 protéique/transglutaminase	 (TG)	
constant,	le	temps	de	réaction,	à	partir	de	15	min,	n’a	pas	d’influence	sur	le	taux	de	réticulation.	












Rét	1	 10/1	 45	 23,9	 22,0	
Rét	2	 10/1	 30	 23,1	 24,3	
Rét	3	 10/1	 15	 24,2	 25,2	
Rét	4	 10/0,5	 15	 21,3	 16,5	
Rét	5	 10/0,25	 15	 23,0	 17,9	




réticulation,	 les	 protéines	 s’associent	 sous	 forme	 d’agrégats,	 la	 disponibilité	 des	 groupements	
réactifs,	ainsi	que	la	probabilité	que	deux	groupes	soient	à	proximité	pour	réagir	diminuent	au	
cours	 du	 temps.	 Un	 temps	 de	 15	min	 est	 suffisant	 pour	 réticuler	 la	 quasi‐totalité	 des	
groupements	disponibles	dans	la	protéine.	
La	 Figure	 III	 ‐	 18	 représente	 les	 extraits	 protéiques	 de	 soja	 en	 solution	 avant	 et	 après	
réticulation.	Nous	pouvons	observer	la	formation	d’agrégats	protéiques	après	la	réaction	avec	la	
transglutaminase,	ce	qui	confirme	la	réticulation.	







Dans	 le	 cas	 des	 isolats	 protéiques	 de	 soja,	 la	 quantité	 de	 formulation	 enzymatique	 (1	%	 de	
transglutaminase	et	99	%	de	maltodextrine)	ne	change	pas	le	taux	de	réticulation.	Pour	l’extrait	
protéique	de	tournesol,	une	diminution	du	taux	de	réticulation	est	observée	quand	la	quantité	de	
transglutaminase	 dans	 le	 milieu	 est	 moindre.	 On	 peut	 supposer	 que	 la	 formation	 rapide	
d’agrégats	 protéiques	 de	 tournesol,	 au	 début	 de	 la	 réaction,	 rend	 les	 fonctions	 amines	moins	
accessibles	 pour	 la	 réticulation	 suivante.	 Ainsi,	 quand	 la	 quantité	 d’enzyme	dans	 le	milieu	 est	








Nous	pouvons	observer	sur	 la	Figure	III	 ‐	19	que	 l’émulsion	homogène	avant	 la	réticulation	se	
transforme	 en	 une	 formulation	 granuleuse	 après	 la	 réaction	 avec	 la	 transglutaminase.	 Nous	







Rét 2 Rét 1 Rét 3 


















Figure	 III	 ‐	20.	Microscopie	 optique	:	morphologie	des	 émulsions	 (a)	PS/T	 et	 (b)	PT/T	 après	 la	
réticulation	des	extraits	protéiques	par	TG.	Barre	d’échelle	–	10	µm.		
	
Les	 résultats	 rassemblés	 dans	 le	 Tableau	 III	 ‐	 12	 montrent	 l’influence	 de	 la	 réticulation	 des	







Rét 4 Rét 5 
b b 
Rét 3 Rét 4 Rét 5
a a a 






réticulation	 RA,	%	 EME,	%	 TME,	%	
Diamètre	moyen	des	
microparticules,	µm	
non	réticulées	 67,9	 79,7±1,0bc	 26,3±0,3bc	 9,3	
Rét	3	 39,4	 71,4±3,2d	 20,9±0,9f	 11,8	
Rét	4	 55,3	 76,2±0,6cd	 22,9±0,2e	 10,9	




Rét	6	 69,5	 79,9±0,5bc	 26,4±0,2bc	 10,5	
non	réticulées	 70,0	 92,6±1,8a	 30,5±0,6a	 6,9	
Rét	4	 52,4	 81,9±1,1b	 25,4±0,3cd	 8,5	
Rét	5	 56,3	 87,6±3,3a	 27,6±1,1b	 8,1	PT
/T
* 	





extraits	 protéiques.	 La	 diminution	 du	 rendement	 d’atomisation	 peut	 donc	 provenir	 d’une	
augmentation	 des	 propriétés	 adhésives	 des	 protéines	 végétales	 en	 présence	 du	 mélange	
enzymatique.	 Du	 fait	 de	 la	 formulation	 de	 la	 transglutaminase,	 les	 échantillons	 Rét	3	 et	 Rét	4	
contiennent	 10	%	w/w	 et	 5	%	w/w	 de	 maltodextrine	 respectivement.	 Or	 celle‐ci	 est	 connue	
pour	 ses	 bonnes	 propriétés	 adhésives	 [346,347].	 L’efficacité	 de	 microencapsulation	 pour	 ces	
préparations	est	également	affectée	par	l’augmentation	de	la	proportion	de	maltodextrine	et	par	
conséquent,	par	la	diminution	de	la	proportion	d’extraits	protéiques.	
En	 ce	 qui	 concerne	 les	 échantillons	 Rét	5	 et	 Rét	6	 contenant	 2,5	%	w/w	 et	 1	%	w/w	 de	
maltodextrine	 respectivement,	 aucune	 différence	 significative	 des	 valeurs	 d’efficacité	 de	
microencapsulation	(par	rapport	aux	extraits	protéiques	natifs)	n’a	été	observée.	En	revanche,	le	
rendement	 d’atomisation	 pour	 les	 préparations	 à	 base	 d’extrait	 protéique	 de	 tournesol	 reste	
faible,	 même	 en	 présence	 de	 1	%	w/w	 de	 maltodextrine.	 Il	 semblerait	 que	 la	 formation	
d’agrégats	 de	 taille	 importante	 après	 la	 réticulation	 entraîne	 cette	 diminution	 du	 rendement	
d’atomisation.	
La	 formation	 des	 agrégats	 dans	 l’émulsion	 réticulée	 influence	 l’augmentation	 du	 diamètre	
moyen	 des	 microparticules	 par	 rapport	 aux	 extraits	 protéiques	 non	 réticulés.	 En	 revanche,	
quelles	 que	 soient	 les	 conditions	 de	 réticulation,	 les	 microparticules	 obtenues	 possèdent	 des	
tailles	comparables	et	des	distributions	de	taille	similaires	(Figure	III	‐	21).	










































soja	 réticulé	 et	 d’‐tocophérol	 (Rét	5).	 La	 morphologie	 des	 microparticules	 à	 base	 d’extrait	
protéique	 réticulé	 est	 légèrement	 différente	 de	 celle	 des	 particules	 à	 base	 d’extrait	 protéique	
natif	 ou	 acylé.	 Les	microparticules	 avec	 l’extrait	 protéique	 réticulé	 sont	 sphériques,	 avec	 une	









un	 taux	de	15‐20	%,	n’a	pas	d’effet	 remarquable	 sur	 le	procédé	de	microencapsulation	de	 l’‐










La	 cationisation	 des	 protéines	 végétales	 a	 pour	 objectif	 d’augmenter	 leur	 hydrophilie	 et	 leur	
solubilité.	 Elle	 doit	 également	 améliorer	 l’affinité	 des	 protéines	 pour	 des	 principes	 actifs	
hydrophiles.	Le	réactif	utilisé	dans	ce	travail	pour	la	cationisation	des	extraits	protéiques	est	le	
chlorure	 de	 glycidyltriméthylammonium	 (GTMAC)	 qui	 contient	 une	 fonction	 ammonium	
quaternaire.		






La	 réaction	 de	 cationisation	 s’effectue	 sur	 les	 sites	 nucléophiles	 de	 la	 protéine.	 A	 pH	 basique	
(pH=10),	les	groupements	amines	de	la	protéine	sont	les	plus	réactifs	pour	être	fonctionnalisés	
par	le	GTMAC.	Le	suivi	quantitatif	de	l’efficacité	de	la	réaction	a	donc	été	effectué	par	le	dosage	
OPA	 (Annexe	 III).	 La	 réaction	 a	 été	 réalisée	 selon	 le	 protocole	 présenté	 dans	 le	
Paragraphe	IV.2.2.4.	Afin	de	confirmer	la	présence	des	groupements	positivement	chargés	sur	la	
protéine	après	la	cationisation,	une	mesure	du	potentiel	zêta	a	été	réalisée	(Paragraphe	IV.2.4.8).	
La	 réaction	de	 cationisation	des	protéines	végétales	par	 le	GTMAC	n’a	pas	été	étudiée	dans	 la	
littérature.	Pour	cette	raison,	nous	avons	décidé	d’étudier	l’influence	sur	la	réaction	de	différents	
paramètres,	 tels	 que	 le	 temps,	 la	 température	 de	 la	 réaction	 et	 le	 ratio	 molaire	
GTMAC/protéines.	
Le	GTMAC	utilisé	pour	la	cationisation	des	protéines	est	un	produit	toxique	et	cancérogène,	en	
raison	 de	 la	 présence	 d’une	 fonction	 époxyde.	 Au	 cours	 de	 la	 réaction	 avec	 des	 extraits	


















Dans	 un	 premier	 temps,	 l’influence	 du	 ratio	 molaire	 GTMAC/NH2	 de	 protéines	 et	 de	 la	
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Avant	 l’addition	du	GTMAC	(t=0)	à	pH	10,	 la	valeur	du	potentiel	 zêta	de	 l’extrait	protéique	de	
soja	est	négative	(‐44	mV).	Le	potentiel	zêta	augmente	avec	les	taux	de	cationisation	plus	élevés.	
Cette	 augmentation	 confirme	 sans	 les	 quantifier	 la	 présence	 des	 groupements	 ammonium	
quaternaire,	chargés	positivement,	dans	la	protéine.	
Nous	avons	observé	sur	 la	Figure	III	–	24	que	le	taux	de	cationisation	de	l’extrait	protéique	de	
soja	 atteint	 91,6	%	 à	 un	 ratio	 molaire	 GTMAC/NH2	 de	 4	 et	 une	 température	 de	 70	°C.	 Pour	
étudier	 l’effet	du	temps	de	réaction,	des	expériences	de	2	heures	et	4	heures	ont	été	réalisées.	
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Afin	 d’étudier	 l’influence	 du	 greffage	 des	 groupements	 hydrophiles	 par	 cationisation	 sur	 les	
propriétés	 fonctionnelles	 de	 l’extrait	 protéique	 de	 soja,	 nous	 avons	 décidé	 d’évaluer	 l’effet	 de	
cette	 modification	 sur	 la	 solubilité	 des	 protéines	 en	 fonction	 du	 pH.	 La	 solubilité	 de	 l’extrait	
protéique	de	soja	natif	(PS,	70	°C,	1	heure)	est	comparée	avec	celle	de	l’extrait	protéique	de	soja	
cationisé	 (PS/TC=91,6	%,	 réalisé	 à	70	°C,	 1	heure	de	 réaction,	 4	éq	de	GTMAC)	 et	 un	blanc	de	
cationisation	 des	 protéines	 (PS/blanc	 cationisation,	 réalisé	 sans	 GTMAC	 à	 70	°C	 et	 à	 pH	10	
























Nous	 constatons	 que	 le	 traitement	 des	 extraits	 protéiques	 à	 une	 température	 élevée	 et	 à	 pH	
basique	affecte	leur	solubilité.	Les	isolats	protéiques	de	soja	du	blanc	de	cationisation	montrent	
une	 solubilité	 supérieure	 à	 celle	 de	 l’extrait	 protéique	 natif	 sur	 toute	 la	 gamme	 de	 pH.	





du	 point	 isoélectrique	 vers	 un	 pH	 de	6,0‐6,5.	 Jusqu’à	 un	 pH	 de	 10,	 la	 solubilité	 de	 l’extrait	
protéique	cationisé	est	plus	importante	que	celle	de	l’extrait	protéique	natif.	
Ce	 résultat	 permet	 de	montrer	 l’influence	 de	 la	 cationisation	 sur	 l’affinité	 des	 protéines	 avec	
l’eau.	 En	 effet,	 le	 greffage	 des	 groupements	 cationiques	 apporte	 à	 la	 protéine	 des	 charges	
positives,	ce	qui	provoque	le	déplacement	du	point	isoélectrique	vers	les	pHs	plus	élevés	[348].	
A	pH	acide,	les	fonctions	apportées	par	cationisation	engendrent	une	répulsion	entre	les	chaînes	






Après	 l’étude	de	 la	 cationisation	de	 l’extrait	 protéique	de	 soja	 par	 le	GTMAC,	 la	 réaction	 avec	
l’extrait	protéique	de	tournesol	a	été	effectuée.	Les	conditions	choisies	pour	cette	modification	
correspondent	à	celles	pour	lesquelles	le	taux	de	cationisation	de	l’extrait	protéique	de	soja	était	
maximal	(70	°C,	1	heure	de	 la	réaction).	Les	résultats	présentés	sur	 la	Figure	III	 ‐	27	montrent	
que	 comme	 dans	 le	 cas	 de	 l’extrait	 protéique	 de	 soja,	 le	 taux	 de	 cationisation	 de	 l’extrait	
protéique	de	tournesol	et	le	potentiel	zêta	augmentent	avec	la	quantité	de	GTMAC	dans	le	milieu	
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taux	 de	 cationisation	 faible	 de	 29,6	%.	 L’extrait	 protéique	 de	 tournesol	 cationisé	 à	 66,8	%	 a	
également	été	utilisé	comme	matériau	enrobant	pour	encapsuler	l’‐tocophérol.	
Les	 résultats	 obtenus	 sont	 rassemblés	 dans	 le	 Tableau	 III	 ‐	 13.	 Nous	 remarquons	 que	
contrairement	aux	extraits	protéiques	natifs,	 les	émulsions	à	base	d’extrait	protéique	cationisé	










natif	 TC=91,6	%	 TC=29,6	%		 natif	 TC=66,8	%	
Viscosité	de	
l’émulsion,	mPa*s	 15,1	 4,1	 6,6	 36,1	 5,8	
Diamètre	moyen	des	
gouttelettes,	µm	 1,1	 0,9	 0,9	 1,3	 1,1	
RA,	%	 67,9	 61,3	 67,4	 70,0	 63,4	
EME,	%	 79,7±1,0	 38,3±1,0	 80,7±3,5	 92,6±1,8	 60,1±2,4	
TME,	%	 26,3±0,3	 12,6±0,3	 26,7±1,1	 30,5±0,6	 19,8±0,7	
Diamètre	moyen	des	
microparticules,	µm	 9,3	 7,6	 11,1	 6,9	 7,3	
*	–	solution	protéique	à	8	%	w/w,	ratio	extrait	protéique/T	de	1/0,5	
	
Le	 greffage	 de	 fonctions	 polaires	 sur	 les	 protéines	 se	 traduit	 par	 l’amélioration	 de	 leurs	
propriétés	 hydrophiles.	 En	 milieu	 aqueux,	 les	 chaînes	 protéiques	 modifiées	 de	 cette	 manière	
sont,	probablement,	plus	mobiles,	ce	qui	favorise	la	réduction	de	la	viscosité	des	préparations.	
L’influence	négative	de	la	cationisation	sur	la	microencapsulation	de	l’‐tocophérol	est	liée	à	la	
perte	 d’affinité	 entre	 les	 extraits	 protéiques	 cationisés	 et	 la	matière	 active	 hydrophobe.	 Nous	
pouvons	observer	sur	la	Figure	III	‐	28	qu’après	homogénéisation	sous	pression,	les	gouttelettes	








Figure	 III	 ‐	28.	Aspect	de	 l’émulsion	PS/T	 (a)	à	base	de	 l’extrait	protéique	natif	et	 (b)	à	base	de	
l’extrait	protéique	cationisé	à	91,6	%.	
	










Figure	 III	 ‐	 29.	Microscopie	 optique	:	morphologie	 des	 émulsions	 à	 base	 d’extraits	 protéiques	
cationisés	(a)	PS/T	et	(b)	PT/T	;	TC	–	taux	de	cationisation.	Barre	d’échelle	–	10	µm.	
	
L’utilisation	 de	 l’extrait	 protéique	 de	 soja	 cationisé	 à	 91,6	%	 ne	 permet	 pas	 une	 bonne	
émulsification	 de	 l’‐tocophérol.	 Ainsi,	 la	 perte	 de	 matière	 active	 non	 émulsionnée,	 pendant	
l’atomisation,	est	 importante.	Cette	perte	provoque	 la	diminution	du	rendement	du	procédé	et	
de	 l’efficacité	 de	microencapsulation.	 Les	 distributions	 de	 taille	 des	microparticules	 produites	
par	atomisation	sont	présentées	sur	la	Figure	III	‐	30.	Les	particules	de	grandes	tailles	(11,1	µm)	
a a b 
TC=91,6 % TC=29,6 % TC=66,8 % 
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D’après	 les	 résultats	 présentés	 dans	 les	 paragraphes	 précédents,	 nous	 constatons	 que	 la	
cationisation	 augmente	 significativement	 le	 caractère	 hydrophile	 des	 extraits	 protéiques	
végétaux.	 Par	 conséquent,	 l’affinité	 des	 protéines	 avec	 les	 substances	 hydrophiles	 en	 solution	
devrait	 également	 augmenter.	 Pour	 confirmer	 cela,	 l’encapsulation	de	 l’acide	 ascorbique	 a	 été	
effectuée	 dans	 les	 conditions	 PS/AA	 5	 (Tableau	 II	 ‐	 15).	 Les	 résultats	 obtenus	 sont	 présentés	
dans	le	Tableau	III	‐	14.	Nous	constatons	que	le	rendement	d’atomisation	est	meilleur	dans	le	cas	
de	 l’utilisation	 des	 extraits	 protéiques	 cationisés.	 Par	 contre,	 les	 efficacités	 de	
microencapsulation	 d’acide	 ascorbique	 par	 les	 extraits	 protéiques	 de	 soja	 natifs	 et	 cationisés	
sont	 comparables.	 La	 viscosité	 de	 la	 solution	 et	 la	 taille	 des	 microparticules	 diminuent	
légèrement	après	modification	de	l’extrait	protéique	de	soja.		
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Le	 caractère	 hydrophile	 des	 isolats	 protéiques	 cationisés	 favorise	 une	meilleure	mobilité	 des	
chaînes	protéiques	au	sein	de	 la	solution	et	donc	 la	réduction	de	 la	viscosité.	L’atomisation	de	
cette	préparation	peu	visqueuse	permet	d’obtenir	des	microparticules	de	plus	petite	taille	et	un	
rendement	d’atomisation	amélioré.		





déplacer	 leur	point	 isoélectrique	 et	 augmenter	 leur	 caractère	hydrophile.	 La	 cationisation	des	
protéines	 à	 un	 taux	 important	 a	 un	 effet	 négatif	 sur	 l’efficacité	 de	 microencapsulation	 de	









Dans	notre	 travail,	une	étude	préliminaire	de	 la	 libération	de	 l’‐tocophérol	encapsulé	par	 les	
extraits	 protéiques	 de	 soja	 et	 de	 tournesol	 a	 été	 réalisée	 sur	 24	heures	 (Paragraphe	 IV.2.4.7)	


























































peut	 être	 reliée	 à	 la	 solubilité	 plus	 élevée	 des	 protéines	 à	 pH	 neutre	 (Figure	 II	 ‐	 2).	 La	
décomposition	 des	 microparticules	 constituées	 de	 chaînes	 protéiques	 de	 tournesol	 est	 plus	
rapide	et	la	matière	active	est	donc	libérée	plus	rapidement.	
L’encapsulation	 de	 l’‐tocophérol	 par	 l’extrait	 protéique	 de	 soja	 acylé	 (avec	 le	 chlorure	 de	
dodécanoyle,	 C12)	 permet	 de	moduler	 les	 propriétés	 de	 libération	 par	 rapport	 aux	 protéines	
non	 modifiées.	 En	 effet,	 les	 extraits	 protéiques	 acylés	 ont	 des	 propriétés	 de	 surface	 plus	
prononcées.	Ainsi,	 la	dissociation	de	l’enrobage	constitué	de	ces	protéines,	en	milieu	aqueux	et	
en	présence	d’un	agent	tensioactif,	est	plus	rapide.	
Contrairement	 à	 nos	 attentes,	 la	 réticulation	 des	 extraits	 protéiques	 dans	 l’émulsion	 avant	
atomisation	ne	permet	pas	de	mieux	protéger	la	matière	active	encapsulée.	De	plus,	la	libération	
de	l’‐tocophérol	est	légèrement	plus	rapide	pour	les	microparticules	à	base	d’extrait	protéique	
de	 tournesol	 réticulé	 par	 rapport	 aux	 particules	 à	 base	 d’extrait	 protéique	 de	 tournesol	 natif.	
Ceci	 nous	 amène	 à	 penser	 que	 la	 réticulation	 des	 protéines	 n’a	 pas	 eu	 lieu	 "autour"	 des	
gouttelettes	 de	 la	 matière	 active.	 Dans	 l’émulsion	 après	 la	 réticulation,	 les	 gouttelettes	 d’‐
tocophérol	sont	entourées	par	des	agrégats	des	protéines	réticulées.	Ainsi,	ces	agrégats	denses	
se	dissocient	plus	facilement	en	milieu	aqueux	pendant	le	relargage.	La	matière	active	est	donc	











leur	 modification	 par	 diverses	 réactions.	 Ces	 modifications	 représentent	 une	 voie	 très	
intéressante	 pour	 moduler	 les	 propriétés	 des	 biopolymères	 et	 pour	 élargir	 leur	 champ	
d’applications.	
Les	fonctionnalisations	des	extraits	protéiques	de	soja	et	de	tournesol	réalisées	dans	cette	étude	
respectent	 les	 principes	 de	 la	 chimie	 verte.	 Elles	 permettent	 de	 modifier	 les	 propriétés	
fonctionnelles	 des	 protéines	 et	 notamment	 leur	 capacité	 d’encapsuler	 des	 matières	 actives	
d’origines	différentes.	
L’hydrolyse	 enzymatique	 des	 extraits	 protéiques	 n’apporte	 pas	 d’amélioration	 pour	
l’encapsulation	 de	 l’‐tocophérol.	 En	 revanche,	 les	 hydrolysats	 permettent	 d’obtenir	 des	
émulsions	avec	des	gouttelettes	de	petite	taille	et	une	viscosité	réduite.	
Le	 greffage	 d’une	 chaîne	 grasse	 sur	 les	 protéines	 par	 acylation	 améliore	 leurs	 propriétés	 de	
surface	 et	 leur	hydrophobicité.	Grâce	à	une	affinité	 améliorée	avec	 l’‐tocophérol,	 nous	avons	
observé	 une	 augmentation	 de	 l’efficacité	 de	 microencapsulation	 (jusqu’à	 100	%).	 Par	
conséquent,	 cette	 modification	 peut	 être	 envisagée	 pour	 l’encapsulation	 de	 substances	
hydrophobes.	
A	des	faibles	taux	de	réticulation	des	extraits	protéiques	de	soja	et	de	tournesol	(jusqu’à	20	%),	
aucune	 influence	 sur	 l’encapsulation	 de	 l’‐tocophérol	 n’a	 été	 observée.	 Par	 contre,	 la	
réticulation	a	un	effet	remarquable	sur	les	propriétés	des	émulsions	à	cause	de	l’agrégation	des	
protéines.	
La	 fonctionnalisation	 des	 extraits	 protéiques	 végétaux	 par	 cationisation	 permet	 d’augmenter	
leur	 caractère	 hydrophile.	 Elle	 favorise	 également	 le	 déplacement	 du	 point	 isoélectrique	 des	
protéines	 vers	 des	 valeurs	 plus	 élevées.	 En	 microencapsulation,	 les	 extraits	 protéiques	
cationisés	sont	plus	pertinents	comme	enrobage	des	principes	actifs	hydrophiles.	
Ainsi,	 en	 fonction	 de	 la	 nature	 du	 principe	 actif	 que	 l’on	 envisage	 de	 protéger	 par	
microencapsulation,	 certaines	 modifications	 de	 la	 matière	 enrobante	 protéique	 peuvent	 être	

































































de	couleur	 jaune‐brun,	 inodore,	non	 toxique,	à	conserver	à	 l’abri	de	 la	 lumière.	L’‐tocophérol	
est	 soluble	 dans	 les	 solvants	 organiques	 apolaires	 (par	 exemple,	 l’hexane,	 le	 cyclohexane,	 le	
dichlorométhane).	
L’acide	ascorbique	ou	la	vitamine	C	(pureté	>	99	%)	est	acheté	chez	Sigma.	Il	s’agit	d’une	poudre	




L’eau	 déminéralisée	 est	 utilisée	 pour	 la	 préparation	 de	 toutes	 les	 solutions	 protéiques	 et	 des	
émulsions.	Les	produits	suivants	sont	achetés	chez	Sigma	et	utilisés	sans	purification	préalable	:	
l’alcalase	 (protéase	 from	Bacillus	 licheniformis,	 activité	2,4	U/g),	 l’acide	 chlorhydrique	 (37	%),	
l’acide	 sulfurique	 (95	%),	 le	 Tween	80	 (polysorbate	80),	 l’hydroxyde	 de	 sodium,	 le	 diiode,	 le	
thiosulfate	 de	 sodium,	 le	 dodécyl	 sulfate	 de	 sodium,	 le	 tétraborate	 de	 sodium,	 l’ortho‐
phthaldialdéhyde,	 le	 dihydrogénophosphate	 de	 potassium,	 le	 monohydrogénophosphate	 de	
potassium,	 le	‐mercapthoéthanol,	 la	 L‐leucine	 (99	%),	 le	 chlorure	 d’octanoyle,	 le	 chlorure	 de	
dodécanoyle,	 le	 chlorure	 d’hexadécanoyle,	 le	 chlorure	 de	 glycidyl	 triméthylammonium,	 le	 n‐
hexane,	le	cyclohexane	et	l’éthanol	(grade	HPLC).	La	transglutaminase	(1	%	d’enzyme,	99	%	de	
maltodextrine)	 avec	 une	 activité	 de	 100	U/g	 est	 fournie	 par	 Ajinomoto	 Foods	 Europe	 SAS	
(Mesnil‐Saint‐Nicaise,	France).	



























Teneur	en	 lipides.	 La	 teneur	 en	 lipides	 est	 déterminée	 après	 une	 extraction	 Soxhlet	 dans	 le	
cyclohexane.	A	peu	près	1	g	d’extrait	protéique	pesé	précisément	est	placé	dans	la	cartouche	de	
l’appareil	 de	Soxhlet.	 10	mL	de	 cyclohexane	 ainsi	que	quelques	pierres	ponces	 sont	 introduits	
























est	 soumise	 à	 une	 agitation	 magnétique	 500	tr/min	 à	 température	 ambiante	 (20‐25	°C)	 ou	 à	
70	°C	durant	une	heure.	La	valeur	du	pH	est	notée	après	l’agitation.	Les	parties	soluble	et	non‐
soluble	 de	 l’échantillon	 sont	 séparées	 par	 centrifugation	 à	 10	000	tr/min,	 à	 20	°C,	 pendant	
15	min	à	l’aide	d’un	appareil	6‐16K	Sigma	Centrifuge	(Osteode,	Germany).	La	détermination	du	
taux	 de	 protéine	 solubilisée	 dans	 le	 surnageant	 est	 réalisée	 par	 la	 méthode	 de	 Kjeldahl	








Le	 fractionnement	 des	 extraits	 protéiques	 de	 soja	 et	 de	 tournesol	 selon	 la	 méthode	
d’Osborne	[151]	est	effectué	selon	le	protocole	décrit	ci‐dessous.	1	g	d’extrait	protéique	délipidé	
(Soxhlet	 dans	 le	 cyclohexane,	 7	heures)	 est	 mis	 en	 contact	 avec	 20	mL	 d’eau	 déminéralisée	
pendant	 2	heures	 à	 température	 ambiante	 sous	 agitation	 magnétique	 à	 500	tr/min.	 La	
séparation	 liquide‐solide	 est	 effectuée	 par	 centrifugation	 (10	000	tr/min,	 15	min,	 20	°C).	 La	
partie	 soluble,	 contenant	de	protéines	 solubles	en	milieu	aqueux,	 est	 séparée	de	 la	partie	non	
soluble.	 Cette	 dernière	 est	 mise	 en	 contact	 avec	 20	mL	 d’une	 solution	 de	 NaCl	1M	 pendant	
2	heures	à	température	ambiante	sous	agitation	magnétique	pour	extraire	les	protéines	solubles	
dans	 la	 solution	 saline.	 La	 séparation	 liquide‐solide	 est	 effectuée	 de	 la	même	 façon.	 Le	même	
protocole	d’extraction	est	effectué	avec	deux	autres	solvants	:	l’eau	à	pH	12	et	l’éthanol	à	70	%,	
correspondant	 à	 l’extraction	 des	 fractions	 protéiques	 solubles	 dans	 la	 solution	 aclanine	 et	
hydro‐alcoolique	 respectivement.	 La	 teneur	 en	 protéines	 solubilisées	 dans	 chaque	 fraction	
(surnageant	 récupéré	 sur	 chaque	 étape	 d’extraction)	 est	 déterminée	 par	 la	méthode	 Kjeldahl	
(Annexe	 II).	 Le	 contenu	 des	 différentes	 fractions	 dans	 l’extrait	 protéique	 est	 déterminé	par	 le	
calcul	suivant	:	










L’analyse	 de	 la	 composition	 en	 acides	 aminés	 des	 extraits	 protéiques	 est	 effectuée	 après	 une	
hydrolyse	 totale	 par	 l’acide	 chlorhydrique,	 réalisée	 selon	 le	 protocole	 décrit	 dans	 le	
Paragraphe	IV.2.2.1.1.	 Le	 résidu	 obtenu	 après	 hydrolyse	 est	 dissous	 dans	 3	mL	 d’une	 solution	
tampon	de	citrate	de	sodium	à	pH	2,2.	0,5	mL	de	cette	solution	est	placé	dans	une	fiole	jaugée	de	
10	mL	 complétée	 avec	 la	même	 solution	 tampon.	 La	 solution	 est	 filtrée	 à	 l’aide	 d’un	 filtre	 en	
polytétrafluoroéthylène	 (PTFE)	 de	 0,45	µm.	 Les	 acides	 aminés	 des	 protéines	 de	 soja	 et	 de	
tournesol	sont	ensuite	analysés	en	chromatographie	par	échange	d’ions	sur	l’appareil	Biochrom	















L’hydrolyse	 enzymatique	 est	 effectuée	 selon	 la	 méthode	 décrite	 par	 Kong	 et	 al.	 [195]	 avec	
quelques	 modifications.	 Elle	 est	 réalisée	 dans	 un	 ballon	 tricol	 équipé	 d’un	 pH‐mètre,	 d’un	
agitateur	mécanique	et	d’un	réfrigérant.	La	solution	protéique	dans	l’eau	déminéralisée	(400	g)	à	
une	concentration	de	5	%	w/w	est	préchauffée	pendant	10	min	à	50	°C	sous	agitation	mécanique	
à	 500	tr/min.	 Le	 pH	 est	 ajusté	 à	 7	 avec	 une	 solution	 de	 NaOH	4N.	 Une	 quantité	 d’enzyme	
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(alcalase)	 variant	 de	 0,002	U	 à	 0,025	U	par	 gramme	d’extrait	 protéique	 est	 ajoutée.	 Le	 pH	 est	
maintenu	à	7	tout	le	long	de	l’hydrolyse	(15	min	à	2	h)	par	ajout	d’une	solution	de	NaOH	4N.	
Pour	arrêter	la	réaction	d’hydrolyse,	le	pH	est	ajusté	à	4,5	à	l’aide	d’une	solution	de	HCl	4N.	Le	
mélange	 réactionnel	 est	 refroidi	 à	 20	°C,	 puis	 neutralisé	 par	 ajout	 de	 la	 solution	 de	NaOH	4N.	

















La	 réaction	d’acylation	 est	 effectuée	 sur	 l’extrait	 protéique	natif	 ou	 sur	 les	hydrolysats	 (après	
hydrolyse	enzymatique)	 selon	 le	protocole	décrit	dans	 les	 travaux	de	Rondel	et	al.	 [181].	Une	
solution	protéique	dans	l’eau	déminéralisée	(400	g)	concentrée	à	5	%	w/w	est	préparée	dans	un	
ballon	 tricol	 équipé	 d’un	 pH‐mètre,	 d’un	 agitateur	 mécanique	 et	 d’un	 réfrigérant.	 Le	 pH	 est	
ajusté	à	10	par	ajout	d’une	solution	de	NaOH	4N.	Dans	 le	 cas	de	 la	modification	des	protéines	
hydrolysées,	 l’acylation	 commence	 tout	 de	 suite	 après	 la	 désactivation	 de	 l’enzyme	 dans	 le	
milieu	 réactionnel.	 La	 quantité	 nécessaire	 de	 chlorure	 d’octanoyle,	 de	 dodécanoyle	 ou	
d’hexadécanoyle	est	ajoutée	goutte	à	goutte	à	la	solution	protéique.	Le	rapport	molaire	NH2	de	
protéines/chlorure	 d’acide	 gras	 utilisé	 est	 de	 1/0,5	 et	 1/1.	 La	 réaction	 d’acylation	 se	 déroule	
sous	 agitation	 mécanique	 à	 500	tr/min	 pendant	 30	min	 à	 température	 ambiante	 et	 ensuite	
pendant	 3	heures	 à	 50	°C.	 La	 valeur	 du	pH	 est	maintenue	 à	 10	 tout	 le	 long	de	 la	 réaction	par	
ajout	 d’une	 solution	 de	 NaOH	4N.	 La	 solution	 protéique	 obtenue	 est	 lyophilisée.	 Le	 taux	








Chapitre IV. Matériels et Méthodes 
 
 178



















le	 protocole	 décrit	 par	 Shand	 et	 al.	 [211]	 avec	 quelques	modifications.	 Une	 solution	 d’extrait	
protéique	(200	g)	à	8	%	w/w	dans	une	solution	aqueuse	de	chlorure	de	sodium	(NaCl	1	%	w/w)	
est	 préparée.	 Elle	 est	 agitée	 à	 température	 ambiante	 pendant	 2	heures	 à	 l’aide	 d’un	 agitateur	
mécanique	 à	 500	tr/min,	 afin	 d’assurer	 une	 bonne	 hydratation	 des	 protéines.	 Pour	 se	mettre	
dans	 des	 conditions	 similaires	 avec	 celles	 de	 microencapsulation,	 la	 solution	 protéique	 est	
homogénéisée	 à	 50	MPa	 à	 l’aide	 d’un	 homogénéisateur	 sous	 haute	 pression	 APV	 Systems	
(Albertslund,	Danemark).	Puis,	elle	est	placée	dans	un	ballon	tricol	équipé	d’un	pH‐mètre,	d’un	
agitateur	mécanique	et	d’un	réfrigérant	à	500	tr/min	à	une	 température	de	50	°C	et	un	pH	de	
7,5.	 Une	 quantité	 de	 la	 formulation	 enzymatique	 variant	 de	 1	U	 à	 10	U	 par	 gramme	 d’extrait	
protéique	 est	 ajoutée	 dans	 le	 milieu	 réactionnel	 (ces	 quantités	 correspondent	 aux	 rapports	
























Les	 rapports	molaires	NH2	de	protéines/GTMAC	 sont	de	1/1,	1/2	ou	1/4.	A	 la	 fin	de	 réaction	













Les	 solutions	 des	 extraits	 protéiques	 de	 soja	 ou	 de	 tournesol	 sont	 préparées	 dans	 l’eau	 à	
différentes	 concentrations	:	 2	%,	 4	%,	 6	%,	 8	%	 ou	 10	%	w/w.	 Pour	 atteindre	 la	 solubilité	
maximale,	 le	pH	de	 la	 solution	est	 fixé	à	10,0‐10,5	pour	 l’extrait	protéique	de	soja	et	à	8,5‐9,0	
pour	 l’extrait	 protéique	 de	 tournesol.	 La	 solution	 est	 agitée	 à	 l’aide	 d’un	 agitateur	mécanique	





La	 préparation	 des	 émulsions	 à	 base	 d’extraits	 protéiques	 de	 soja	 et	 de	 tournesol	 et	 de	 l’‐
tocophérol	 se	déroule	en	plusieurs	étapes.	D’abord,	200	g	de	 solution	d’extrait	protéique	dans	
l’eau	déminéralisée	à	une	concentration	de	8	%	w/w	à	pH	alcalin	sont	préparés	comme	décrit	
précédemment	 (Paragraphe	 IV.2.3.1).	A	 la	 fin	du	 temps	d’agitation	de	 la	 solution	protéique,	 la	




dans	 la	 solution	 aqueuse	 d’extrait	 protéique.	 Les	 rapports	 extrait	 protéique/‐tocophérol	
(matière	 enrobante/matière	 active)	 utilisés	 sont	 1/0,5,	 1/1,	 1/2	 et	 1/4	w/w.	 Enfin,	 la	 pré‐
émulsion	 est	 homogénéisée	 à	 l’aide	 d’un	 homogénéisateur	 sous	 haute	 pression	 APV	 Systems	








une	 pression	 de	 50	MPa	 et	 2	passages	 par	 l’homogénéisateur.	 La	 réticulation	 est	 effectuée	
directement	après	l’étape	d’homogénéisation.	Pour	cela,	l’émulsion	est	transférée	dans	un	ballon	
tricol	 équipé	 d’un	 pH‐mètre,	 d’un	 agitateur	mécanique	 et	 d’un	 réfrigérant.	 La	 préparation	 est	
préchauffée	 à	 50	°C	 et	 une	 quantité	 de	 transglutaminase	 variant	 de	 1	U	 à	 10	U	 par	 gramme	
d’extrait	 protéique	 est	 ajoutée.	 Les	 rapports	 massiques	 extrait	 protéique/formulation	







préparée	 dans	 l’eau	 déminéralisée	 à	 pH	 neutre	 ou	 ajusté	 à	 10,5	 à	 l’aide	 d’une	 solution	 de	
NaOH	4N.	Puis,	la	solution	protéique	est	mise	sous	agitation	mécanique	à	1000	tr/min	pendant	
1	heure	à	température	ambiante	ou	à	70	°C.	L’acide	ascorbique	(8	g)	est	ajouté	dans	la	solution	
protéique,	 afin	 d’obtenir	 un	 ratio	 matière	 enrobante/matière	 active	 (extrait	 protéique	 de	
soja/acide	 ascorbique)	 de	 1/0,5.	 Etant	 donné	 que	 cet	 agent	 actif	 est	 un	 acide,	 le	 pH	 de	 la	
préparation	finale	descend	à	pH	acide	de	3,8‐4,4	et	une	précipitation	de	la	protéine	est	observée.	
Le	pH	de	cette	solution	finale	est	maintenu	acide	ou	ajusté	à	10.	
Protocole	2.	 200	 g	d’une	 solution	d’extrait	 protéique	de	 soja	 (8	%	w/w)	 sont	préparés	 et	 8	g	
d’acide	 ascorbique	 sont	 ajoutés	 pour	 obtenir	 un	 ratio	 extrait	 protéique/acide	 ascorbique	 de	
1/0,5.	Le	pH	de	 la	solution	est	ajusté	à	10,5	à	 l’aide	d’une	solution	de	NaOH	4N.	Ensuite,	 cette	
solution	est	agitée	mécaniquement	à	1000	tr/min	pendant	1	heure	à	70	°C.	
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Les	 solutions	 protéiques	 préparées	 à	 différentes	 concentrations,	 les	 émulsions	 extrait	
protéique/‐tocophérol	et	les	solutions	extrait	protéique/acide	ascorbique	sont	ensuite	séchées	
par	atomisation,	afin	d’obtenir	des	microparticules	individualisées.	Pour	toutes	les	expériences,	
200	g	 de	 formulation	 liquide	 sont	 préparés.	 La	 solution	 est	 pesée	 avant	 atomisation	 pour	


















	 	 mm.s.	–	masse	de	matière	sèche	des	microparticules	collectées	après	l’atomisation,	g	;	 	
minitiale	–	masse	de	matière	sèche	dans	 la	préparation	 liquide	 initiale	atomisée	 (matière	
enrobante,	matière	active,	additifs),	g.	
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IV.2.4.	 Caractérisations	 physico‐chimiques	 des	 extraits	 protéiques,	 émulsions,	
microparticules	
IV.2.4.1.	Mesure	de	la	viscosité	
Le	 comportement	 rhéologique	 des	 solutions	 protéiques	 et	 des	 émulsions	 avant	 et	 après	
homogénéisation	 sous	 pression,	 est	 étudié	 grâce	 à	 un	 rhéomètre	 Carrimed	 CSL100	 (Dorking,	
Royaume‐Uni)	avec	une	géométrie	de	type	cône‐plan	d’un	diamètre	de	6	cm.	Un	échantillon	de	
1‐1,5	mL	 de	 la	 solution	 protéique	 ou	 de	 l’émulsion	 est	 prélevé	 et	 placé	 sur	 le	 plateau	 de	
l’appareil.	La	mesure	de	la	viscosité	est	effectuée	à	25	°C	en	balayage	de	contrainte	entre	0		N/m2	
et	 1	N/m2	pendant	 3	min.	On	 considère	 que	 toutes	 les	 préparations	 liquides	 analysées	 ont	 un	






























































Le	 système	 de	 fractionnement	 AsFlFFF	 (Asymmetrical	 Flow	 Field‐Flow	 Fractionation)	 est	
composé	 principalement	 d’une	 cellule	 de	 séparation	 (Annexe	 VI)	 connectée	 à	 un	 système	
Eclipse	2	 permettant	 de	 régler	 les	 débits	 d’entrée	 et	 de	 sortie	 de	 l’électrovanne	 (Wyatt	
Technology	 Europe,	 Dernbach,	 Allemagne),	 et	 un	 détecteur	 quantitatif	 UV	 à	 280	nm	
(Agilent	1100,	 Agilent	 Technologies,	Waldbronn,	 Allemagne).	 Pour	 l’analyse,	 les	 solutions	 des	
extraits	protéiques	natifs	de	soja	et	de	tournesol	ainsi	que	de	leurs	hydrolysats	sont	préparées	à	
une	concentration	de	0,5	%	w/w	à	pH	9,0	et	chauffées	à	70	°C	pendant	1	heure	pour	assurer	une	

















1.1	 1.2	 1.3	 2.1	 2.2	 2.3	 3.1	
∆	t	 6	 1	 3	 1	 4	 15	 20	 5	
Temps,	min	 6	 7	 10	 11	 15	 30	 50	 55	
Mode	 Elution	 Focus	 Focus+	Injection	 Focus Elution	 Elution	 Elution	
Elution+	
Injection	
X	start	 0,2	 ‐	 ‐	 ‐	 2,5	 2,5	 0,2	 0	











Focus	Flow	 ‐	 1	 1	 1	 ‐	 ‐	 ‐	 ‐	
	 	 	 	 	 	 	 	 	 	
1	 2	 3		 Etape*	 Stabilisation	 1.1	 1.2	 1.3	 2.1	 2.2	 3.1	 3.2	
∆	t	 6	 1	 3	 1	 4	 10	 5	 10	
Temps,	min	 6	 7	 10	 11	 15	 25	 30	 40	
Mode	 Elution	 Focus	 Focus+	Injection	 Focus Elution	 Elution	
Elution+	
Injection	 Elution	
X	start	 0,2	 ‐	 ‐	 ‐	 2,5	 2,5	 0	 0	























est	 visualisée	 à	 l’aide	 d’un	microscope	 optique	 Eclipse	E600	Nikon	 (Sendai,	 Japon)	muni	 d’un	
objectif	 d’immersion	 dans	 l’huile	 100.	 Le	 microscope	 est	 connecté	 à	 une	 caméra	 vidéo	
numérique	DXM1200	Nikon,	l’ensemble	étant	contrôlé	par	un	ordinateur	en	utilisant	le	logiciel	
Lucia	G,	permettant	de	récupérer	les	images.	Les	images	n’ont	pas	subi	de	modification	majeure,	
mis	 à	 part	 le	 réajustement	 de	 la	 couleur,	 de	 la	 luminosité	 et	 l’ajout	 de	 la	 barre	 d’échelle.	 Les	
images	 obtenues	 ont	 permis	 d’observer	 la	 morphologie	 et	 l’homogénéité	 des	 émulsions,	 les	







La	 morphologie	 des	 microparticules	 est	 observée	 à	 l’aide	 d’un	 microscope	 électronique	 à	
balayage	 LEO	 435	 VP	 de	 LEO	 Electron	 (Cambridge,	 Royaume‐Uni),	 manipulé	 à	 8	kV.	 Les	
particules	à	analyser	sont	disposées	sur	un	ruban	adhésif	double‐face	puis	métallisées	avec	de	





Les	distributions	de	 tailles	des	gouttelettes	d’huile	dans	 l’émulsion	sont	obtenues	à	 l’aide	d’un	
appareil	 à	 diffusion	 de	 lumière	 Zetasizer	 Nano‐ZS	 (Malvern	 Instruments,	 Worcestershire,	
Royaume‐Uni).	La	puissance	du	laser	de	l’appareil	est	de	50	mV,	la	longueur	d’onde	du	laser	de	
633	nm	 et	 l’angle	 d’observation	 de	 173°.	 La	 gamme	 de	 taille	 des	 particules	 détectées	 par	
l’appareil	 est	 de	 0,6	nm	 à	 6,0	µm.	 Afin	 d’éviter	 l’effet	 de	 diffusion	 multiple	 et	 minimiser	 les	
interactions	entre	les	particules	en	émulsion,	qui	peut	fausser	les	résultats,	0,1	mL	de	l’émulsion	
est	dilué	dans	une	 fiole	 jaugée	de	10	mL	(dilution	100	 fois)	avec	 l’eau	déminéralisée	de	même	
pH.	 Pendant	 la	 mesure,	 on	 tient	 compte	 des	 hypothèses	 suivantes	:	 lumière	 incidente	
monochromatique,	 particules	 sphériques,	 milieu	 de	 dispersion	 non	 absorbant.	 L’indice	 de	
réfraction	 utilisé	 pour	 le	 calcul	 de	 taille	 des	 particules	 huile/eau	 est	 de	 1,12	 (huile=1,49,	
eau=1,33).	Le	diamètre	moyen	déterminé	par	cette	méthode	est	le	diamètre	en	volume	de	type	






























Le	 diamètre	moyen	 des	microparticules	 obtenues	 par	 atomisation	 est	 déterminé	 à	 l’aide	 d’un	
équipement	 Scirocco	 2000	 (Malvern	 Instruments,	 Worcestershire,	 Royaume‐Uni).	 Le	
fonctionnement	 de	 cet	 appareil	 est	 basé	 sur	 le	 principe	 de	 diffraction	 multi‐angulaire	 de	 la	
lumière	rouge	du	laser	à	633	nm.	La	gamme	de	mesure	de	l’appareil	est	comprise	entre	0,2	µm	et	
2000	µm.	 200‐300	mg	de	microparticules	 sont	 introduites	 dans	 le	 récipient	 de	 l’appareil	 et	 la	
mesure	est	effectuée	dans	 les	conditions	suivantes	:	 l’indice	de	réfraction	utilisé	est	de	1,52,	 la	
pression	 de	 l’air	 de	 0,4	MPa,	 le	 taux	 de	 vibration	 de	 70	%	 et	 la	 durée	 de	 la	 mesure	 de	






en	 platine	 et	 chauffés	 de	 la	 température	 ambiante	 à	 1100	°C	 avec	 une	 vitesse	 linéaire	 de	
10	°C/min.	La	stabilité	thermique	des	microparticules	(préparées	avec	les	extraits	protéiques	et	






Mtheo(protéines+T)	 –	 masse	 résiduelle	 théorique	 des	 microparticules	 calculée	 comme	 la	





Les	 essais	 de	 libération	 de	 l’‐tocophérol	 encapsulé	 par	 des	 extraits	 protéiques	 sont	 réalisés	
dans	un	milieu	de	tampon	phosphate	0,05	M	(pH	7,4)	en	présence	d’un	agent	tensioactif	(Tween	
80	 à	 0,5	%	w/w)	 [313].	 0,3	g	 de	 microparticules	 est	 mis	 en	 contact	 avec	 100	mL	 de	 solution	
tampon.	 La	 libération	 est	 réalisée	 sous	 une	 faible	 agitation	 magnétique	 de	 100	tr/min	 à	
température	ambiante.	Après	le	temps	d’agitation	défini,	5	mL	de	la	dispersion	sont	prélevés	du	
milieu.	 Afin	 de	 séparer	 les	 microparticules	 de	 la	 phase	 aqueuse,	 l’échantillon	 prélevé	 est	
centrifugé	pendant	10	min	à	20	°C	et	à	une	vitesse	de	10	000	tr/min.	1	mL	du	surnageant	obtenu	




extraction	 de	 l’‐tocophérol	 à	 partir	 de	 la	 phase	 aqueuse	 est	 réalisée	 pendant	 8	min	 sous	
agitation	Vortex	 (Heidolph,	Burladingen,	Allemagne).	L’‐tocophérol	 libéré	est	quantifié	par	 le	














Les	 solutions	 d’extrait	 protéique	 cationisé	 par	 le	 chlorure	 de	 glycidyltrimétlylammonium	
(GTMAC)	sont	caractérisées	par	des	mesures	de	potentiel	 zêta.	Après	 la	 réaction,	0,1	mL	de	 la	
solution	protéique	est	dilué	dans	une	fiole	 jaugée	de	10	mL	avec	 l’eau	déminéralisée	de	même	
pH	 et	 analysé	 à	 l’aide	 d’un	 appareil	 Zetasizer	Nano‐ZS	 (Malvern	 Instruments,	Worcestershire,	
















































































































Ce	 travail	 de	 thèse	 avait	 pour	 premier	 objectif	 de	 mettre	 au	 point	 un	 procédé	 de	
microencapsulation	 utilisant	 les	 protéines	 végétales	 comme	 matériau	 enrobant.	 Ce	 procédé	
permettrait	d’envisager	de	nouvelles	voies	de	valorisation	d’un	coproduit	 agricole,	 le	 tourteau	
de	 tournesol	 d’où	 sont	 extraites	 les	 protéines.	 Le	 deuxième	 objectif	 était	 de	 comprendre	
l’influence	 des	 différentes	 modifications	 de	 la	 matrice	 protéique	 sur	 le	 procédé	 de	
microencapsulation	 et	 sur	 les	 propriétés	 des	 microparticules	 obtenues.	 Ainsi,	 la	




Avant	 l’étude	de	 la	microencapsulation,	 il	 était	 important	de	 caractériser	 la	matière	première.	
Ainsi,	 les	 extraits	 protéiques	 ont	 été	 caractérisés	 selon	 différents	 paramètres,	 à	 savoir	 la	
composition	en	différents	constituants	et	en	acides	aminés,	la	solubilité,	le	fractionnement	selon	
la	 methode	 d’Osborne	 et	 le	 fractionnement	 par	 la	 technique	 AsFlFFF.	 Il	 s’est	 avéré	 que	 les	







Après	 avoir	 caractérisé	 les	 protéines,	 nous	 nous	 sommes	 intéressés	 à	 leur	 utilisation	 en	
microencapsulation.	Les	paramètres	choisis	pour	l’étude	des	préparations	liquides	avant	l’étape	
de	 microencapsulation	 sont	:	 la	 viscosité	 (émulsion	 ou	 solution	 protéique),	 la	 taille	 des	
gouttelettes	 de	 l’huile	 dans	 l’émulsion	 et	 la	 morphologie	 des	 préparations	 liquides.	 Les	
paramètres	 liés	 au	 procédé	 d’atomisation,	 tels	 que	 le	 taux	 d’humidité,	 la	 taille	 des	
microparticules,	 l’efficacité	 de	 microencapsulation,	 le	 taux	 de	 microencapsulation	 et	 le	
rendement	d’atomisation	ont	été	également	étudiés.	
Des	 essais	 d’atomisation	 des	 extraits	 protéiques	 seuls	 (sans	 matière	 active),	 ont	 permis	 de	
déterminer	 la	 concentration	 optimale	 permettant	 d’atteindre	 le	 meilleur	 rendement	








base	 de	 protéines	 et	 d’assurer	 une	 microencapsulation	 efficace	 de	 la	 matière	 active	
hydrophobe	ou	hydrophile.		
 Pour	 un	 ratio	 matière	 enrobante/matière	 active	 de	 1/0,5,	 l’efficacité	 de	
microencapsulation	 de	 l’‐tocophérol	 par	 l’extrait	 protéique	 de	 tournesol	 est	
significativement	meilleure	que	celle	obtenue	avec	l’extrait	protéique	de	soja	(91‐93	%	et	
77‐80	%	respectivement).	Cela	ouvre	des	nouvelles	voies	de	valorisation	des	protéines	
de	 tournesol	 en	 microencapsulation	 de	 principes	 actifs	 hydrophobes	 pour	 diverses	
applications	allant	de	produits	agroalimentaires		aux	produits	phytosanitaires.	
 Les	microparticules	préparées	 avec	des	 extraits	protéiques,	 qu’ils	 soient	de	 soja	 ou	de	
tournesol,	peuvent	être	chargées	jusqu’à	80	%	w/w	en	matière	active	hydrophobe,	ce	qui	







La	 troisième	partie	de	 ce	 travail	 a	 été	 consacrée	 à	 la	 compréhension	des	 interactions	 entre	 la	








Il	 est	 apparu	que	 la	présence	des	 chaînes	 courtes	de	protéines,	 après	hydrolyse	 enzymatique,	
n’assure	pas	une	protection	efficace	de	la	matière	active	hydrophobe	pendant	l’atomisation.	En	
revanche,	 un	 faible	 taux	 d’hydrolyse	 des	 protéines	 permet	 une	 réduction	 significative	 de	 la	
viscosité	des	préparations	et	une	meilleure	stabilité	de	l’émulsion.	
La	 réticulation	 des	 protéines	 ne	 montre	 pas	 d’influence	 significative	 sur	 l’efficacité	







Le	 greffage	de	 chaînes	 grasses	 sur	 les	protéines	 par	 acylation	 se	 traduit	 par	 l’amélioration	de	
leurs	propriétés	 tensioactives	et	permet	d’augmenter	 l’efficacité	de	microencapsulation	de	 l’‐
tocophérol.	Dans	 le	 cas	des	protéines	de	 tournesol	 acylées,	des	efficacités	proches	ou	égales	à	
100	%	 ont	 été	 obtenues.	 De	 toute	 évidence,	 cette	 modification	 entraîne	 l’augmentation	 de	
l’hydrophobicité	 des	 protéines	 et	 de	 leur	 affinité	 pour	 la	 matière	 active	 hydrophobe	 (‐
tocophérol).	Ainsi,	 la	 rétention	de	 cette	matière	 est	 améliorée.	 Inversement,	 la	 rétention	de	 la	
matière	active	hydrophile	(acide	ascorbique)	est	réduite.	
Enfin,	 nous	 avons	 montré	 que	 le	 greffage	 de	 groupements	 ammonium	 quaternaire	 sur	 les	
chaînes	 protéiques	 par	 cationisation	 permet	 de	 déplacer	 le	 point	 isoélectrique	 des	 protéines	
vers	des	valeurs	plus	élevées.	Cette	modification	assure	une	bonne	rétention	de	la	matière	active	
hydrophile	(acide	ascorbique),	mais	entraîne	des	difficultés	lors	de	la	stabilisation	de	l’émulsion	
















Les	 perspectives	 qui	 s’offrent	 à	 ce	 travail	 sont	 nombreuses.	 Les	 protéines	 végétales,	 en	
particulier	 les	protéines	de	tournesol,	peuvent	être	envisagées	pour	 la	microencapsulation	des	
principes	 actifs	pour	des	 applications	dans	 le	domaine	 cosmétique	ou	alimentaire.	Cependant,	




protéines.	 Il	 sera	 également	 nécessaire	 d’effectuer	 l’extraction	 des	 composés	 phénoliques	 qui	
sont	responsables	de	la	couleur	foncée	des	protéines	de	tournesol.	En	revanche,	la	présence	des	
substances	phénoliques	n’est	pas	gênante	pour	les	applications	des	protéines	en	agromatériaux.	
Ainsi,	 la	 microencapsulation	 des	 matières	 actives	 spécifiques,	 telles	 que	 les	 composés	
antimicrobiens/antifongiques	 ou	 les	 pesticides,	 par	 les	 protéines	 de	 tournesol	 peut	 être	
envisagée.	
Ensuite,	 en	 fonction	 de	 l’application	 envisagée	 des	microparticules,	 l’étude	 de	 libération	 de	 la	
matière	active	peut	être	approfondie	en	changeant	le	milieu	de	relargage.	Par	exemple,	pour	des	
applications	en	matériaux	composites,	il	serait	intéressant	d’étudier	la	libération	en	fonction	de	
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Annexe I. Méthode d’extraction des protéines de tournesol à partir de tourteau 





















Tourteau non gras broyé 
Solubilisation à pH 9,2 
1 heure, 50 °C 
Séparation liquide/solide; décantation et clarification 
Précipitation des protéines à pH 4,5 
Séparation liquide/solide par centrifugation 
Lavage des protéines (phase solide) 
 
Séparation liquide/solide par centrifugation 
Neutralisation pH 6,5-7 




Annexe II. Dosage des protéines par la méthode Kjeldahl 
L'analyse par la méthode Kjeldahl permet de déterminer la teneur en protéines d’un échantillon 
par le dosage de l'azote contenu dans celui-ci. L'analyse s'effectue en plusieurs étapes. Dans un 
premier temps, la minéralisation des protéines (0,01-0,1 g de matière sèche selon la teneur en 
protéine) est effectuée pour transformer l’azote organique des protéines en azote minéral. Cette 
réaction s’effectue à l’aide d’un appareil Tecator Digestor 2020 (Foss, Suède), à 400 °C pendant 
90 minutes, en présence de 12,5 mL d’acide sulfurique concentré à 95 % et d’un mélange de 
catalyseurs (K2SO4 et CuSO4). 
 
Ensuite, pour libérer l’ammoniac à partir du sel d’ammonium, 50 mL d’une solution de soude 
concentrée à 40 % w/w est ajoutée. En chauffant le minéralisât alcalinisé, l’ammoniac se dégage 
sous forme de vapeurs. Ces vapeurs sont ensuite captées, condensées et recueillies pour le 
dosage à l’aide d’un appareil Kjeltec 2200 (Foss, Suède). 
(NH4)2SO4 + 2NaOH (en excès) → 2NH3 + Na2SO4 + 2H2O 
L’ammoniac distillé est mis en contact avec 30 mL d’acide borique, qui le retient sans réagir, car 
c’est un acide faible. 
NH3 + H3BO3 (rouge) → NH4+H2BO3- (vert-bleu) + H3BO3 (en excès) 
Pour déterminer la teneur en azote total dans la matière organique, l’ammoniac est titré par une 
solution d’acide chlorhydrique à 0,1 N grâce au virage d’un mélange d’indicateurs colorés (rouge 
de méthyle et vert de bromocrésol) dans une solution d’acide borique à 4 %. Le volume d’acide 
chlorhydrique utilisé pour la titration est proportionnel à la quantité d’azote dans l’échantillon.  
NH4+H2BO3- + HCl → H3BO3 + NH4+Cl- 
Par convention, la teneur en protéines de l’échantillon est obtenue en multipliant la teneur en 
azote total par un facteur de conversion empirique. Ce coefficient (6,25 pour les matières 
d’origine végétale) prend en compte la masse molaire moyenne des acides aminés composant 







avec MN – masse molaire de l’azote, 14,007 g/mol ; 
C – concentration de la solution d’acide chlorhydrique, mol/L ; 
V0 – volume d’acide chlorhydrique utilisé pour la titration du blanc, mL ; 
V1 – volume d’acide chlorhydrique utilisé pour la titration de l’échantillon, mL ; 
m – masse de l’échantillon, mg. 
 
 





Annexe III. Dosage des fonctions amines par la méthode OPA 
La méthode OPA (ortho-phtaldialdéhyde)[1] est utilisée pour le dosage des groupes α et ε aminés 
dans les molécules à fonctions amines (acides aminés, peptides et protéines). Grâce à la réaction 
entre le groupement amine, le réactif OPA et le -mercaptoéthanol, le composé isoindole est 
formé (Figure A-1). Cette molécule absorbe fortement à 340 nm, ce qui permet de quantifier les 
groupes amines libres de l’échantillon analysé, par spectrométrie UV. 
 
 
Figure A-1. Formation du composé isoindole lors du dosage par la méthode OPA. 
 
Le réactif de la méthode OPA est préparé le jour de l’analyse. Dans une fiole de 50 mL, les 
composés suivants sont mélangés : 25 mL de tétraborate de sodium (0,1 M), 2,5 mL de solution 
de dodécyle sulfate de sodium (20 % w/w), 40 mg d’OPA dissous dans 1 mL de méthanol, 100 μL 
de β-mercaptoéthanol, l’ensemble est complété à 50 mL par de l’eau déminéralisée. Le réactif est 
couvert par du papier aluminium pour le protéger de la lumière, pendant 2 heures avant 
l’analyse. 
5-10 mg de l’échantillon à analyser sont dissous par ultrasons dans 10 mL d’un tampon de 
tétraborate de sodium 0,0125 M et de dodécyle sulfate de sodium à 2 % w/w (pH 9,4). Si la 
solubilité de l’extrait protéique est faible, la solution est agitée pendant 10 minutes dans un bain 
chauffé à 70 °C. Les solutions de L-leucine (0,1 mM à 1 mM), dans le même tampon, sont utilisées 
pour la réalisation de la droite de calibration. Cette droite est tracée pour chaque série 
d’analyses. 
2 mL de réactif OPA et 1 mL de solution d’échantillon sont introduits dans un tube en verre, 
mélangés rapidement à l’aide d’un agitateur Vortex (Heidolph, Burladingen, Allemagne) et 
incubés pendant 2 min à température ambiante. Puis, la densité optique de ce mélange est 





[1] Church F.C., Swaisgood H.E., Porter D.H. and Catignani G.L., J Dairy Sci, 1983, 66, 1219-1227. 





Annexe IV. Méthode de dosage de l’-tocophérol 
IV.1. Choix du solvant 
Le solvant choisi pour l’analyse doit bien solubiliser les composés hydrophobes, notamment les 
tocophérols. Trois solvants ont été testés : le cyclohexane, le méthanol et le dichlorométhane. 
D’autre part, pour une bonne efficacité du dosage, la solubilité des extraits protéiques de soja et 
de tournesol dans le solvant donné doit être minime. Pour vérifier cette solubilité, 0,1 g d’extrait 
protéique de soja ou de tournesol est mélangé avec 10 mL de chaque solvant dans un récipient 
en verre pendant 10 minutes. La solution protéique est ensuite filtrée à 0,2 µm à l’aide d’un filtre 
en PTFE. La densité optique est mesurée à une longueur d’onde de 280 nm, qui correspond à 
l’absorbance maximale des protéines. Les résultats de ces expériences sont présentés dans le 
Tableau A-1. 
 
Tableau A-1. Test de la solubilité des extraits protéiques dans les différents solvants. 
Solvant 
Absorbance à 280 nm 
Protéines de soja Protéines de tournesol 
Cyclohexane 0,09 0,03 
Méthanol 2,4 0,76 
Dichlorométhane 0,2 0,09 
 
Le solvant le plus sélectif pour solubiliser l’-tocophérol sans dissoudre les extraits protéiques 
est le cyclohexane. Il est choisi pour analyser les microparticules. 
 
IV.2. Droite d’étalonnage  
A partir d’une solution-mère d’-tocophérol dans le cyclohexane, une gamme de concentrations 
allant de 10 mg/mL à 110 mg/mL est préparée. La droite d’étalonnage tracée correspond à la 
concentration en fonction de l’absorbance à 298 nm (Figure A-2). L’absorbance à 298 nm 
représente le maximum sur le spectre d’absorbance entre 200 nm et 900 nm pour la molécule de 













































































Annexe V. Méthode de dosage de l’acide ascorbique 
V.1. Principe du dosage  
L’acide ascorbique est une substance hydrophile comme les protéines. Ainsi, il est difficile de 
trouver un solvant sélectif pour séparer ces deux composés et de doser le principe actif après 
microencapsulation. Il est donc nécessaire de trouver une technique qui permet de doser l’acide 
ascorbique en présence de protéines. Une méthode de dosage de l’acide ascorbique par titrage 
indirect faisant intervenir une réaction d’oxydoréduction avec le diiode a été choisie[1]  (Figure 
A-4a). Les chaînes protéiques peuvent aussi partiellement réagir avec la solution de diiode[2]  par 




Figure A-4. Réaction d’oxydation de l’acide ascorbique (a) et de la protéine (b,c) par le diiode en 
excès. 
 
Pour pouvoir analyser les microparticules obtenues par atomisation, il est donc nécessaire de 









[1] Food and nutrition board Institute of medicine national, academy of sciences. 14th Ed., Food Chemicals   
  Codex. National Academy Press, Washington, USA, 1996, 33. 







V.2. Droite d’étalonnage  
Des mélanges avec différentes proportions protéique de soja/acide ascorbique ont été préparés 
(avec maa – la masse initiale d’acide ascorbique, mprot – la masse initiale des protéines et méch – la 
masse initiale du mélange). Le diiode est dissout dans l’eau en ajoutant l’iodure de potassium 
(pour assurer une meilleure solubilisation) afin d’obtenir une concentration finale en diiode de 
5 mmol/L. La solution de diiode est préalablement étalonnée par la solution de thiosulfate de 
sodium à 5 mmol/L. Les quantités nécessaires des produits (extrait protéique et acide 
ascorbique) sont introduites dans un flacon ainsi que 5 ml de solution de diiode (mI2). Le diiode 
réagit à la fois avec l’acide ascorbique et les protéines (Figure A-4). Le diiode en excès, qui n’a 
pas réagi avec les protéines et l’acide ascorbique (mI2 résiduel), est titré par la solution de 
thiosulfate de sodium. La quantité de diiode ayant réagi avec l’échantillon (mI2 ayant réagi) est 
proportionnelle à la quantité d’acide ascorbique et de protéines dans le mélange. On peut 
composer deux équations : 
mI2 ayant réagi = amaa + bmprot 
maa + mprot = méch 
avec a, b – constantes que l’on cherche à déterminer. 
Les deux équations obtenues nous permettent de trouver la relation suivante : 
mI2 ayant réagi/méch = (a-b) ×maa/méch  + b 
Chaque mélange extrait protéique/acide ascorbique est préparé en triplicata et la valeur 
moyenne de mI2 ayant réagi est exploitée. A l’aide de cette dernière relation, on peut tracer la courbe 
de calibration (Figure A-5). 
 
 
Figure A-5. Droite d’étalonnage permettant de doser l’acide ascorbique dans les microparticules 
par titration indirecte avec le diiode. 
 






























Cette courbe est utilisée pour la quantification d’acide ascorbique dans les échantillons de 
microparticules atomisées. En effet, dans ce cas la masse totale d’échantillon est connue (méch), 































Annexe VI. Analyse AsFlFFF 
VI.1. Principe de la technique 
La cellule AsFlFFF (Asymmetrical Flow Field-Flow Fractionation) est constituée de deux blocs, 
entre lesquels sont placés une membrane et un spacer (Figure A-6). Le spacer représente une 
fine lamelle de forme trapézoïdale, qui en se plaçant entre les deux blocs, détermine le volume 
de la zone de fractionnement. La membrane d’ultrafiltration, posée sur le fritté, permet à une 
fraction d’éluent, ainsi qu’aux particules de taille inférieure à sa porosité de passer à travers, 




Figure A-6. Représentation schématique d’une cellule AsFlFFF. 
 
Après la stabilisation du système, l’analyse commence par le "focus", quand l’éluent entre des 







Figure A-7. Principe du fonctionnement d’une cellule AsFlFFF ; les différentes étapes 
correspondent aux conditions d’analyse décrites dans le Tableau IV - 1. 
 
Apres injection (Figure A-7b), les particules de l’échantillon sont soumises à une séparation par 
application d’un champ de force perpendiculaire à la direction d’élution, appelé aussi flux croisé. 
Les particules se déplacent grâce au mouvement Brownien, qui dépend de leur coefficient de 
diffusion. Ce coefficient est inversement proportionnel au rayon hydrodynamique de la particule 



















D   
avec D – coefficient de diffusion, m2/s ; 
 k – constante de Boltzmann, 1,38*10-23 J/K ; 
T – température, K ; 
 – viscosité de l’éluent, Pa*s ; 
Rh – rayon hydrodynamique de la particule, m. 
Grâce à l’effet de relaxation, les plus petites particules, ayant le coefficient de diffusion le plus 
élevé, sont plus éloignées de la membrane, alors que les plus grosses, ayant un coefficient de 
diffusion plus faible sont plus proches de la membrane (Figure A-7c). Les petites particules, 
ayant une taille inférieure au seuil de coupure (10 kDa) passent à travers la membrane et ne 
sont pas analysées. 
Lors de la phase d’élution, le régime est laminaire et le profil de vitesse parabolique. Le gradient 
de vitesse formé pendant l’élution permet dans un premier temps la sortie des petites particules 
vers le détecteur, puis la sortie des plus grandes (Figure A-7d), car le temps de rétention est 
proportionnel au rayon hydrodynamique de la particule. 
Le coefficient de diffusion, ainsi que le rayon hydrodynamique peuvent être déterminés en 
























avec t0 – temps mort correspondant à la traversée du volume de la cellule, s ; 
 Vcr – débit de flux croisé, m2/s ; 
w – épaisseur de la cellule, m ; 
tr – temps de rétention de particule, s ; 
V0 – volume de la cellule, m3. 
La grandeur de to dépend des dimensions du spacer, de la position du point d’injection, ainsi que 












0   
avec A – coefficient qui dépend de la position du point d’injection et de la géométrie du canal ; 




Dans notre cas, le débit de flux croisé (Vcr) est variable en fonction du temps, ainsi il est 
nécessaire d’en tenir compte dans le calcul du rayon hydrodynamique. 
A la fin de l’analyse, le flux croisé est coupé, afin que toutes les particules non fractionnées 
sortent vers le détecteur (Figure A-7e). 
 
VI.2. Détermination des fractions de différentes populations 
Afin d’évaluer d’une manière précise les pertes de l’échantillon à travers la membrane 
(population P1) ainsi que le coefficient d’extinction molaire (), une courbe de calibration est 
tracée. L’expérience doit être effectuée pour chaque échantillon de nature différente. Différents 
volumes de 4 µm à 12 µm sont injectés. L’échantillon est analysé par AsFlFFF sans application de 
flux croisé. Dans les conditions expérimentales utilisées, la totalité des particules injectées arrive 
vers le détecteur, car rien ne passe à travers la membrane (sans flux croisé). Un exemple sur 
l’extrait protéique de soja natif est présenté sur la Figure A-8a. L’aire de chaque pic est 
proportionnelle à la masse de protéines injectées. Ainsi, une courbe de calibration peut être 


















































                                                        a                                                                                            b 
Figure 8. Influence de la masse injectée sur (a) l’aire de pic de fractogrammes AsFlFFF de l’extrait 
protéique de soja ; (b) la courbe de calibration tracée pour l’extrait protéique de soja. 
 
La pente de la courbe obtenue sur la Figure A-8b est proportionnelle au coefficient d’extinction 
(). Ce coefficient peut alors être déterminé en tenant compte de débit d’éluent (1 mL/min). Les 
valeurs de coefficient d’extinction obtenues pour les différents échantillons de protéines (à 






Tableau A-2. Coefficient d’extinction obtenu grâce à l’analyse AsFlFFF pour les extraits protéiques 
natifs et hydrolysés. 
Coefficient d’extinction molaire, L/(g×cm) 
Extrait protéique de soja Extrait protéique de tournesol 
natif 1,42 natif 3,18 
DH = 4,0 % 1,23 DH = 5,0 % 3,12 
DH = 7,3 % 1,10 DH = 12,7 % 3,29 
DH = 13,2 % 0,92 DH = 18,6 % 2,99 
DH = 18,8 % 0,86 DH = 23,7 % 3,01 
 
Dans le cas du fractionnement des échantillons (avec application de flux croisé), on peut évaluer 
la masse exacte d’échantillon arrivée vers le détecteur, grâce à la détermination de l’aire des pics 
de chaque fractogramme et de l’équation de la courbe de calibration correspondante. Ainsi, la 
différence entre cette masse et la masse injectée correspond aux pertes de l’échantillon à travers 
la membrane. La fraction de protéines ayant une masse inferieure à 10 kDa (P1) peut être alors 
déterminée. 
En tenant compte de la masse injectée et des pertes à travers la membrane, la quantité de 
l’échantillon analysée (passée par le détecteur) peut être évaluée. Cette quantité correspond à 
l’aire totale de pics sur le fractogramme. Ainsi, les fractions P2 et P3 peuvent être quantifiées en 

















Annexe VII. Analyse statistique 
Afin de déterminer la différence significative entre les données expérimentales, celles-ci sont 
traitées par une analyse de la variance ANOVA. La variance d’un paramètre choisi est étudiée 
pour les différents échantillons. Quand la probabilité P est inférieure à 0,05 (seuil de la confiance 
au résultat de 5 %), il existe une différence significative entre les valeurs analysées. Dans ce cas, 
le test de comparaison multiple des valeurs est adopté. Dans notre travail, la comparaison des 
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Etude et fonctionnalisation de protéines végétales en vue de leur application en 
microencapsulation 
 





Les protéines extraites des végétaux sont des matériaux relativement peu coûteux, non toxiques, 
biocompatibles et biodégradables. Elles représentent une bonne alternative aux protéines d’origine 
animale et aux polymères dérivés du pétrole. Dans le cadre de cette étude, les protéines extraites de 
graines de soja et de tournesol ont été utilisées en tant que matériaux enrobants pour la 
microencapsulation de la matière active hydrophobe (-tocophérol) ou hydrophile (acide ascorbique) par 
le procédé d’atomisation. Les protéines de soja sont largement utilisées dans les applications alimentaires 
et non-alimentaires, notamment en microencapsulation. Elles sont donc étudiées dans ce travail comme 
matériau enrobant de référence. Les protéines de tournesol n’ont quant à elles pas d’application 
industrielle concrète, si ce n’est sous la forme de tourteaux dans l’alimentation animale. C’est pourquoi il 
nous semble pertinent de trouver des nouvelles voies de valorisation pour ce coproduit d’origine agricole. 
Plusieurs modifications des protéines, telles que l’hydrolyse enzymatique, l’acylation, la réticulation 
enzymatique et la cationisation ont été étudiées dans le but d’améliorer les propriétés encapsulantes du 
matériau enrobant. Dans le contexte de la chimie verte, toutes les modifications ont été effectuées sans 
utilisation de solvants organiques ni de catalyseurs chimiques. L’influence des modifications chimiques et 
enzymatiques des protéines, et des paramètres du procédé (pression d’homogénéisation, ratio matériau 
enrobant/matière active et concentration en protéines) sur les différentes caractéristiques des 
préparations liquides et des microparticules (viscosité, taille des gouttelettes dans le cas des émulsions, 
morphologie et taille des microparticules), ainsi que sur les paramètres liés au procédé d’atomisation 
(rendement et efficacité de microencapsulation) a été particulièrement étudiée au cours de ce travail. Les 
résultats obtenus confirment que l’extrait protéique de tournesol est tout à fait pertinent comme matériau 
enrobant et permet d’obtenir des efficacités de microencapsulation significativement plus élevées par 
rapport à celles obtenues avec l’extrait protéique de soja. 
 
Mots-clefs : microencapsulation, protéines de soja, protéines de tournesol, atomisation, -tocophérol, acide 






Proteins extracted from vegetables are relatively low-cost, non-toxic, biocompatible and biodegradable 
raw materials. They represent a good alternative to animal-based proteins and petroleum-extracted 
polymers. In this study, proteins derived from soybean and sunflower seeds were used as wall materials 
for microencapsulation of hydrophobic (-tocopherol) or hydrophilic (ascorbic acid) active material by 
spray-drying technique. Soybean proteins are widely used in food and non-food applications, especially in 
microencapsulation. They were studied in this work as wall material of reference. Sunflower proteins are 
not actually used in industrial application, but only in the form of oil-cake for animal feeding. That’s why 
new ways of valorization of this agricultural by-product should be investigated. 
Several proteins’ modifications such as enzymatic hydrolysis, acylation, cross-linking and cationization 
were studied in order to improve encapsulating properties of wall material. In the context of green 
chemistry, all the modifications and preparations were performed without use of organic solvents and 
chemical catalysts. The effect of protein chemical and enzymatic modifications, and process parameters 
(homogenization pressure, wall/core ratio and protein concentration) on different characteristics of 
liquid preparations and microparticles (viscosity, emulsion droplet size, microparticle size and 
morphology) and on parameters related to the spray-drying process (yield and efficiency of 
microencapsulation) was particularly investigated in this study. The obtained results confirmed that 
sunflower proteins are quite suitable as encapsulating agent and provide the microencapsulation 
efficiencies significantly higher compared to those obtained with soy proteins. 
 
Keywords : microencapsulation, soy proteins, sunflower proteins, spray-drying, -tocopherol, ascorbic acid, 
functionalization, enzymatic hydrolysis, acylation, enzymatic cross-linking, cationization. 
